














Université Toulouse 3 Paul Sabatier (UT3 Paul Sabatier)
DamienMaggiorani
 lundi 18 Décembre 2017
Caractérisation de la sénescence des cardiomyocytes et identification de
marqueurs associés
ED BSB : Pharmacologie
INSERM U1048 - I2MC - Equipe 6 & 7
Pr. Serge Adnot, professeur des universités, PARIS - Rapporteur
Pr. Bertand Friguet, professeur des universités, PARIS - Rapporteur
Pr. Bettina Couderc, professeur des universités, TOULOUSE - Présidente du jury
Dr. Jean-marc Brondello, chargé de recherches INSERM, MONTPELLIER - Examinateur
















Université Toulouse 3 Paul Sabatier (UT3 Paul Sabatier)
DamienMaggiorani
 lundi 18 Décembre 2017
Caractérisation de la sénescence des cardiomyocytes et identification de
marqueurs associés
ED BSB : Pharmacologie
INSERM U1048 - I2MC - Equipe 6 & 7
Pr. Serge Adnot, professeur des universités, PARIS - Rapporteur
Pr. Bertand Friguet, professeur des universités, PARIS - Rapporteur
Pr. Bettina Couderc, professeur des universités, TOULOUSE - Présidente du jury
Dr. Jean-marc Brondello, chargé de recherches INSERM, MONTPELLIER - Examinateur

























J’ai effectué mes travaux de thèse au sein des équipes 6 & 7 de l’institut des maladies métaboliques 
et cardiovasculaires (I2MC) situé au CHU de Toulouse Rangueil. De ce fait, je tiens tout d’abord à 
remercier le Pr. Angelo Parini et le Pr. Daniel Cussac ainsi que le Dr. Frank Lezoualc’h de m’avoir 
accepté au sein de leur équipe respective. 
 
Avant de faire des remerciements plus personnels je tiens à remercier toutes les personnes qui ont 
activement participé à ce travail de thèse et qui, un jour ou l’autre, ont apporté une pierre à l’édifice. 
 
Tout d’abord, je tiens à remercier les membres du jury qui ont accepté de juger ce travail. Ainsi, je 
remercie vivement le Pr. Serge Adnot et le Pr. Bertrand Friguet qui, en tant que rapporteurs, ont 
accepté de passer du temps à lire et d’évaluer ce mémoire, ainsi que le Pr. Bettina Couderc en tant 
que présidente du jury et le Dr. Jean-Marc Brondello pour sa participation en tant qu’examinateur de 
Thèse.  
 
Je tiens aussi à remercier tout spécialement le Pr. Bernard Ducommun et le Pr. Bettina Couderc 
(encore une fois), qui, en tant que membres de mon comité de Thèse, ont à deux reprises accorder 
de leur temps et de l’énergie pour examiner l’avancée du projet afin d’en apporter une aide et une 
expertise extérieur précieuse. 
 
Bien entendu, et puisque ce travail ne serait rien sans elles, je tiens à remercier (et féliciter) les deux 
personnes qui ont encadré ce projet, Jeanne Mialet-Perez & Victorine Douin-Echinard. C’est grâce à 
elles et à leur capacité à rendre ce travail pleinement coopératif entre les équipes 6 et 7 que ce projet 
a abouti. Même si le chemin fût parfois sinueux l’implication totale du duo a permis, à plusieurs 
reprises, de réorienter le projet vers une meilleure direction. Vous avez su faire en sorte que ce 
projet grandisse de concert avec nos idées et vous n’avez jamais négligé mon point de vue. De plus, 
j’ai toujours pu compter sur vous deux, que ce soit dans les phases de doutes, de flous ou de 
‘’toutvabien’’ pour m’aiguiller et m’encourager. Aujourd’hui, après cette Thèse je ressors plus grand, 




Je remercie aussi l’ensemble de l’équipe Vectalys pour leur implication dans le projet et leur 
coopération dans la mise au point des protocoles de transfection. De plus, je tiens à souligner la 
qualité des lentivecteurs fournis qui ont largement contribué à l’obtention de résultats fiables. 
Je tiens aussi à chaleureusement remercier le Dr. Joao Passos de « l’institute for Ageing » de 
Newcastle, pour m’avoir accueilli dans son laboratoire pendant 2 mois, pour le partage de sa richesse 
intellectuelle et pour m’avoir inculqué son savoir-faire concernant l’étude des télomères. Je tiens 
aussi à le remercier pour sa disponibilité et son écoute lorsque j’ai eu des questions techniques ou 
théoriques sur la sénescence. Merci au Pr. Peter Adams du Beatson à Glasgow pour son analyse du 
RNA-seq et le partage des résultats. 
 
Certains ne m’ont qu’aperçus, d’autres m’y ont vu plus souvent, mais le personnel des plateaux 
techniques de l’I2MC tient aussi une place importance dans ce travail. Merci à Jean-José Maoret, et 
Frédéric Martins du plateau Get-TQ, pour leur expertise et leur aide dans l’analyse transcriptomique. 
A l’heure où j’écris ces lignes, je suis à 117 plaques analysées sur votre plateau, donc oui, vous êtes 
des contributeurs majeurs. Merci à Lucie Fontaine du plateau d’histologie pour la formation sur le 
cytospin avec ces fameux cardiomyocytes bien trop fragiles. Enfin, merci à Madjid Zanoun et Romina 
D’Angelo, pour leurs conseils et la formation sur la microscopie confocale. 
 
Toujours au sein de l’I2MC il y a deux équipes que je tiens à spécialement remercier, l’équipe 6 et 
l’équipe 7. 
 
Je tiens à remercier les acteurs principaux de l’équipe 6, mon équipe de résidence. Tout d’abord, les 3 
thésards de l’équipe : Hélène Martini, avec sa bonne humeur (et son rire !) qui rayonne jusqu’au pays 
du beurre salé, Julien Santelli, toujours à 100%, mais qui nous alloue tout de même une bonne partie 
de son énergie pour nous donner un coup de main quand il le faut, et enfin Mathilde Bizou drôle et 
audacieuse elle reste une personnalité unique de cette équipe. Vous êtes devenus de vrais amis, alors 
encore merci ! 
 
Un merci vraiment spécial pour toi Marianne Dutaur, tu n’es jamais avare quand il s’agit de m’aider 
ou de NOUS aider, cette implication est précieuse et je pense sincèrement que tu es une perle dans 
ce laboratoire. Nous avons eu besoin de toi et la prochaine génération aura aussi besoin de toi. 
Puisses-tu revenir vite. 
4 
 
Merci à toi Dimitri Marsal, on se connait depuis maintenant 4 ans et c’est vrai que ça a toujours été 
un plaisir de discuter (et de déconner) avec toi mais aussi parce que tu as toujours su voir les 
‘’erreurs’’ qui se glissent dans mes résultats. 
Enfin, je remercie aussi Nathalie Pizzinat et Lise Lefevre qui ont toujours su me donner des conseils 
efficaces et bien sûr, et parce que c’est quelque chose qui se transmet, ici, dans l’équipe 6, merci 
pour votre sourire et votre bonne humeur. 
Une pensée spéciale à toute l’équipe 7. Une équipe qui a beaucoup évolué pendant ma thèse, et 
dont certaines personnes, aujourd’hui ailleurs en France ou dans le monde, resteront inoubliables 
d’un point de vu professionnel et personnel. Je pense d’abord à toi Nicola Manzela, nos longues 
discussions ‘’sénescence-football’’ me manquent déjà et j’espère vraiment te recroiser un jour en 
Italie. Je te souhaite dans tous les cas beaucoup de réussite dans ta nouvelle vie d’enseignant. Merci 
aussi à toi Loubina Fazal puisque tu es restée une parfaite camarade dans la mise au point et le 
perfectionnement de l’isolement des cardiomyocytes. Je te souhaite le meilleur sur Paris avec ta 
jeune famille. Parmi les vétérans de l’équipe 7, je remercie bien évidement Yohan Santin, qui a 
toujours répondu présent, même le dimanche soir lorsque j’avais besoin d’une référence ou d’un 
protocole, tu es vraiment une personne sur laquelle on peut compter. Merci à vous aussi, Marion 
Laudette, Loubna Kehal et Roberto Pane car, même si je n’étais parfois qu’un fantôme, (là-haut) 
dans l’équipe 7 vous ne m’avez jamais ignoré et votre bon cœur m’a toujours soutenu et guidé aux 
travers des différents laboratoires que vous avez arpenté. TOP ! 
Merci Florence Tortosa pour ton implication dans tous les projets de l’équipe et pour ton énergie. Je 
remercie aussi, Yannis Sainte-Marie pour ses conseils aussi bien dans le domaine de l’in vivo que 
dans l’ensemble des sujets abordés et Caroline Conte pour son expertise incroyable en biologie 
moléculaire. 
 
Je remercie aussi Bénedicte Buffin-Meyer et Stéphanie Gayral qui m’ont encadré lors de mes stages 
de M2 et de M1 respectivement, et dont les enseignements furent d’une aide remarquable. Vous 
avez été pour moi de véritables tremplins pour voir plus loin, plus haut.  
 
D’un côté beaucoup plus personnel, la liste des personnes à remercier est longue. 
Je vais commencer par vous, ma famille, les Maggio de Cornebarrieu, parce que vous me soutenez 
déjà depuis maintenant 27 ans, et c’est déjà conséquent. Maman, Papa, vous m’avez toujours 
boosté, vous avez toujours su comprendre mes souhaits et trouver les mots pour consolider mes 
espoirs, mêmes fragiles. Si j’en suis là aujourd’hui, à écrire les remerciements d’une Thèse dont je 
5 
 
suis fier, c’est parce que vous avez été des acteurs à part entière. Croyez-le, aujourd’hui, c’est à moi 
d’être fier de vous. Merci infiniment pour ce que vous êtes.  
Loïc, Nicolas, mes deux frères, qu’importent l’ordre et l’âge vous avez une place égale dans mon 
cœur. Vous étiez là quand ça n’allait pas et c’est devenu beaucoup mieux grâce à vous. Entre les 
goûters gargantuesques à Merville, et la route des bières à Lille, je suis servi ! Entre vos mains se 
dessinent de superbes projets, qui j’espère, seront aussi puissants que l’énergie que vous m’avez 
transmis. Merci les roy !  
Les belles sœurs, vous le savez déjà, mais je vais le redire, juste au cas-où, vous êtes parfaites. Toi 
Amandine, pour tes talents en pâtisserie et pour ce magnifique trésor de quelques centimètres, 
désormais bipède, mais aussi toi Marie qui nous a offert quelques clés pour la découverte de ce 
splendide pays basque, je vous remercie, bien haut, du sommet du Mondarrain. 
A toi Hina, hug, akipalo, ba ba ba, og og, gal gla bla. Je traduis pour ceux qui ne parlent pas le bébé : 
tu m’as donné beaucoup de joies durant ces premières années d’existence, bravo ! Tu es pleine de 
malice. Une vraie Maggio !  
Merci aussi la famille Maggio de toute la France, les cousines, Chacha, Bubu, Marion (ouais je ne suis 
pas encore adepte de Pouthci), le cousin YoYo et les oncles et tantes, Jean-charles & Vero, Jean-Mi & 
Fred parce qu’on ne va pas se mentir, les cousinades, les repas de famille, ça peut paraitre ennuyeux, 
mais avec vous c’est autre chose, c’est vraiment cool ! Et ce genre de moments, pendant un travail de 
thèse, c’est d’une importance capitale. Merci beaucoup, j’ai de la chance de vous avoir ! Ah et YoYo, 
t’es le prochain si je ne me trompe pas ! Courage ! 
 
Toujours coté famille je remercie l’ensemble de la famille Casalé. Tati-LoL & Alain ainsi que Nath & 
Jean-Marc et toute votre tribu, même si on ne s’est (malheureusement) pas beaucoup vu durant ces 
3 dernières années je garde en mémoire les nombreuses invitations refusées pour les balayer très 
bientôt et enfin se retrouver autour d’une belle table, parce qu’avec vous aussi c’est chouette les 
repas de famille. A très vite je l’espère ! 
 
Une place spéciale aux piliers familliaux, les doyens, les artistes qui ont façonné ces deux familles : les 
grands parents, Papy Riton & Mamy Tinou ainsi que Mamy Raymonde & Papy Moustache. C’est 
grâce à eux finalement tout ceci ! Ils ont tout bâti de leurs petites mains, ont vécu bien des difficultés, 





Enfin, j’ai de nombreux amis à remercier. 
Remi, comme tu le sais, cette Thèse aura été marquée par de nombreux bouleversements dans ma 
vie et tu as vraiment toujours été là. Aujourd’hui, tu tiens une place vraiment spéciale dans mon 
existence. Pour faire simple on va dire que t’es un VIP parmi les VIP, le président de l’univers sur 
terre, les gros morceaux de chocolats sur les cookies, la chantilly sur les gaufres, l’excès de Nutella 
accumulé dans le coin de la crêpe, la glace au goût malabar, le kilo de bonbon offert à Glup’s lors des 
soldes, le double-coat des Tim-Tam, les MAO-Croqui et le saucisson au cinéma ou peut-être même le 
dernier dinosaure sur terre (oui je sais…ça en jette !). Pour le coup, je n’ai pas le mot pour dire merci, 
alors je vais l’inventer : Merciplusplusplus® !  
Merci à toi JC, je te connais depuis maintenant très longtemps (je ne parviens plus à compter), et tu 
as eu le temps de me voir évoluer, tu sais aussi comment je fonctionne alors tes conseils ont toujours 
été précieux. Je tiens aussi à vous remercier GoGo et Laetitia, même si on est plus très proches 
(géographiquement) ces années de BTS resteront uniques et pleines d’expériences et c’est grâce à 
vous. Vous comptez toujours autant à mes yeux, c’est donc impossible de vous oublier ! Un merci 
particulier à toi Simon, on se croise toujours à l’I2MC et c’est vraiment appréciable de pouvoir garder 
le contact avec toi, l’homme curieux qui n’a de cesse de me surprendre. Par ailleurs, je te remercie 
aussi Paul, pour ton fabuleux talent de conteur d’histoires qui ouvre à l’imagination, une compétence 
essentielle en recherche, Maxime, pour ton sens critique aiguisé mais aussi et surtout pour ton 
implication dans tout ce que nous avons entrepris ensemble, Brice, pour m’avoir enseigné certains 
rouages du leadership et pour toutes ces soirées « gaming », Avedis, pour ta capacité incroyable à 
me faire rire de façon fortuite et pour ton aide lors de la rédaction du manuscrit et enfin Michael 
pour tes incroyables compétences de lanceur de fléchettes qui ont largement égayé nos soirées du 
Mercredi au Dubli. 
 
Lors de l’écriture de ces remerciements, je pense aussi à l’ensemble de l’équipe pédagogique du BTS 
Bioanalyses et contrôles du lycée Saliège, Tchoupie la lapine malicieuse qui m’a accompagné lors de 
la rédaction du manuscrit, la team des BFF (dont je ne fais pas partie) pour m’avoir fait passer 
d’excellents moments, Anthony Lagnado qui devient aujourd’hui un grand champion du running et 
j’en suis fier, le Sergent-chef Mortier, l’ami du Tarmac, qui a accompli chaque missions avec une 
grande efficacité, JJ-Soueix, pour sa culture cinématographique burlesque et sa gentillesse qu’il 
distribue généreusement, à Netflix qui m’aide bien à changer d’air (et à perdre mon temps), Gauthier 
Foucras qui a été d’une grande aide lors de ma première année de Thèse, Pierre Sicard qui a été mon 
maitre Jedi de l’isolement de cardiomyocytes, Henry mon super ex-entraineur de Roller qui m’a 
7 
 
appris à jongler avec la persistance, la patience et la motivation et Laurent, tu partages une passion 
pour la gastronomie que je trouve formidable j’ai hâte de découvrir ton nouveau projet de 
restauration. Enfin, merci à tous les bonbons et autres aliments excessivement sucrés qui m’ont 
permis de m’alimenter correctement durant ces quelques mois de rédaction. 
 
 Une dernière pensée émue, pour toi Andie. 
 




Liste des abréviations 
36B4 : Ribosomal protein lateral stalk subunit P0 
4E-BP : Eurkaryotic initiation factor 4E-Binding Protein 
4-HNE : 4-HydroxyNonEnal 
8-oxo-dG : 8-OXO-2-deoxyGuanosine 
ACE : Enzyme de Conversion 
ADN : Acide désoxyribonucléique 
AMPc : Adénosine MonoPhosphate Cyclique 
ANP : Atrial Natriuretic Peptide 
ARN : Acide ribonucléique 
AT-1 -2 : Récepteur de l’Angiotensine 1 -2 
ATM : Ataxia Telengiactasia Mutated 
ATR : ATM and RAD3 
BLSA : Cohorte Baltimore Longitudinal Study of Aging 
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DDR : DNA Damage Response 
Edn3 : Endothéline 3 
EROs : Espèces Réactives de l’Oxygène 
ETA/B : Récepteur à l’endothéline A et/B 
FA : Fibrillation Auriculaire 
FE : Fraction d’Ejection 
GAPDH : GlycérAldéhyde-3-Phosphate DésHydrogénase 
9 
 
GDF : Growth Differentiation Factor 
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ICFEP : Insuffisance cardiaque à fraction éjection préservée 
IL-6 : Interleukine-6 
IL-8 : Interleukine -8 
INK4 : INhibitor of CDK4 
KCNK1 : potassium two pore domain channel subfamily K member 1 
L-Type Ca2+ : Canaux Calciques voltage-dépendants de type L 
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MAO-B : MonoAmine Oxydase-A 
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MMP : Matrix MettaloProteinase 
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NRF1 -2 : Nuclear respiratory factor 1 -2 
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TGFβ : Transforming Growth Factor β 
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VD : Ventricule Droit 
VG : Ventricule Gauche 
α- β-MHC : α- β-Myosin Heavy Chain 
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Résumé des travaux 
 
Le vieillissement de l’organisme prédispose à de nombreuses pathologies chroniques telles que 
l’insuffisance cardiaque (IC). Des études récentes ont montré que l’accumulation de cellules 
sénescentes dans les organes au cours du vieillissement est associée à l’apparition de ces 
pathologies. La sénescence cellulaire a initialement été décrite comme un arrêt stable du cycle 
cellulaire permettant de limiter la prolifération des cellules dont l’ADN est endommagé. Ce processus 
s’accompagne de profondes modifications de la fonction cellulaire, avec notamment l’acquisition 
d’un phénotype sécrétoire associé à la sénescence. La sénescence peut être induite par un 
raccourcissement des télomères ou par l’exposition à des signaux de stress, tels que le stress oxydant 
ou l’irradiation, qui entrainent l’activation de la réponse cellulaire aux dommages de l’ADN et 
l’expression des gènes suppresseurs de tumeurs (p16INK4a, p21CIP1, p53). Ces inhibiteurs du cycle 
cellulaire sont classiquement utilisés comme marqueur de sénescence car leur expression augmente 
de manière ubiquitaire au cours du vieillissement. Toutefois, ces marqueurs ne sont pas spécifiques 
du tissu concerné et un des objectifs de ma thèse a été d’identifier de nouveaux marqueurs de 
sénescence tissu-spécifiques qui pourraient caractériser un vieillissement cardiaque pathologique. Le 
vieillissement cardiaque se caractérise par une hypertrophie des cardiomyocytes, une sensibilité 
accrue au stress et une prédisposition à l’IC. Les cardiomyocytes étant des cellules post-mitotiques, 
les mécanismes de sénescence mis en jeu, les marqueurs associés et leur rôle potentiel dans l’IC 
demeurent à l’heure actuelle peu caractérisés. Au cours de ce travail de thèse nous avons donc 
entrepris : 1) d’étudier le rôle des télomères et des dysfonctions mitochondriales dans l’induction de 
la sénescence du cardiomyocyte et 2) d’identifier des marqueurs spécifiques. 
 
Nous avons tout d’abord montré que les cardiomyocytes de souris âgées expriment les marqueurs 
classiques de la sénescence comme p16INK4a, p53 et p21CIP1. Concernant les mécanismes inducteurs, 
nous avons étudié l’implication des dommages télomériques (telomere associated foci, TAF). Au 
cours du vieillissement, nous avons observé une augmentation du nombre de TAFs par 
cardiomyocytes en association avec l’hypertrophie. De plus, l’induction de TAFs in vitro est suffisante 
à l’activation de la voie de sénescence p53/p21CIP1 et l’hypertrophie dans une lignée de 
cardiomyoblastes H9c2. La formation des TAFs est augmentée chez des souris avec une dysfonction 
mitochondriale et est associée à l’activation des voies p53/p21CIP1. Par ailleurs, les cardiomyocytes 
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âgés présentent une dérégulation des gènes impliqués dans la biologie mitochondriale pouvant 
rendre compte de l’augmentation des TAFs. Par l’analyse haut débit du transcriptome (RNAseq) nous 
avons identifié six nouveaux gènes qui sont surexprimés dans les cardiomyocytes sénescents (Prom2, 
Kcnk1, Pah, Edn3, Gdf15, Tgfb2). La comparaison d’expression de ces gènes dans le cœur avec 
d’autres tissus et avec le stroma cardiaque lors vieillissement a permis de confirmer la spécificité 
d’expression de ces marqueurs au niveau des cardiomyocytes. Nous avons validé cette signature dans 
deux modèles in vitro de sénescence induite par le stress et démontré que l’expression de certains de 
ces marqueurs est dépendante de la voie p53. De plus, l’expression de Prom2 est associée à 
l’hypertrophie des cardiomyocytes. 
 
En conclusion, nous avons démontré, qu’avec le vieillissement, les cardiomyocytes présentent un 
programme de sénescence associé à une dysfonction mitochondriale et une augmentation des TAFs. 
Cette sénescence se caractérise par l’activation des voies classiques de sénescence (p16INK4, 
p53/p21CIP1), une hypertrophie et l’acquisition d’une signature spécifique. Ces marqueurs offrent de 
nouvelles perspectives dans la compréhension de la sénescence cardiaque et dans son implication 







Ageing of the organism is associated with several chronic pathologies such as heart failure (HF). 
Recent studies have demonstrated the link between the accumulation of senescent cells during 
ageing and age-associated diseases. Cellular senescence, originally defined as a stable cell cycle 
arrest, acts as a tumorigenic repressor by limiting the proliferation of DNA damaged cells. Despite this 
protective effect, senescence is characterized by deep remodeling of cell biology which drives 
functional disorders, such as the acquisition of a senescence-associated secretory phenotype (SASP). 
Senescence can be induced by telomeric attrition and by exposition to cellular stress signals such as 
oxidative stress or irradiation, which induce telomeric damage, activation of the DNA Damage 
Response (DDR) and increased expression of antitumoral genes (p16INK4a, p21CIP1, p53). These genes 
are classically used as markers of senescence because their expression increases in several tissues 
during ageing but they are not tissue-specific. Therefore, At the cardiac level, ageing is characterized 
by cardiomyocytes hypertrophy, increased sensitivity to stress and highest risk of developing HF. 
Cardiomyocytes are post-mitotic cells and the senescence inductor mechanisms, specifics markers 
and their role in HF remains poorly understood. This thesis project is articulated around two aims, 1/ 
studying the role of telomeric damages and mitochondrial dysfunction in triggering cardiomyocyte 
senescence and 2/ identification of specifics markers. 
Fisrtly, we shown that aged cardiomyocytes overexpress classic markers of senescence such as 
p16INK4a, p53 et p21CIP1. Concerning the inductors mechanisms, we studied the implication of 
telomeric damages (telomere associated foci, TAF). During ageing, we found an increased number of 
TAFs per cardiomyocytes and their association with hypertrophy. Moreover, TAF-induction in cardiac 
H9c2 in vitro activated the p53/p21 pathway and induced senescence. These data confirmed the role 
of TAFs in cardiomyocyte senescence induction. Furthermore, aged cardiomyocytes exhibit a global 
alteration of genes involved in mitochondrial biology, oxidative stress and metabolism in aged 
cardiomyocytes that could play a prominent role in TAF accumulation with ageing. In a second part of 
the study, by using a next generation sequencing method (RNA-seq) we identified 6 new genes highly 
expressed in senescent cardiomyocytes (Prom2, Kcnk1, Pah, Edn3, Gdf15 and Tgfb2). Expression 
comparison with other senescent organs and cardiac stromal cells confirmed these new genes as 
cardiomyocyte specific. Thanks to an in vitro approach, we validate this signature by using different 
models of stress-induced senescence in cardiac H9c2 cells and demonstrated the implication of the 
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p53 in the regulation of some of these genes. Moreover, Prom2 expression is associated with 
cardiomyocytes hypertrophy. 
In conclusion, we demonstrated that, with ageing, cardiomyocytes display a senescence phenotype 
associated with mitochondrial dysfunction and TAFs. This process is characterized by classic markers 
(p16INK4, p53/p21CIP1), hypertrophy and new identified signature. These new markers offer innovative 
perspectives in the understanding and the identification of the cardiac senescence and their potential 







I – Le vieillissement et les pathologies associées 
1- Vieillissement de la population 
 
L’espérance de vie n’a cessé d’augmenter ces dernières années. En accord avec le dernier rapport de 
2015 rédigé par l’United Nation DEpartement of Social Affairs (UN-DESA), il est estimé que d’ici à 
2050 la population mondiale passera de 7,3 milliards à 9,7 milliards d’habitants, soit une croissance 
de 1.18% par année. Associé à cette augmentation, il est aussi estimé que la population des 
personnes âgées de plus de 65 ans augmentera de façon considérable (environ 28% en 2050 contre 
16% en 2010), aussi bien dans les pays industrialisés que dans les pays en voie développement (UN-
DESA world population aging 2013) (Figure 1). Ainsi, le nombre de personnes âgées de plus de 60 ans 
devrait doubler en 2050 et tripler en 2100, passant donc de 901 millions en 2015 à 2.1 milliards en 
2050 et 3.2 milliards en 2100. De façon encore plus notable, la population âgée de plus de 80 ans 
devrait plus que tripler d’ici à 2050, augmentant par conséquent la population actuelle de 125 
millions à 434 million en 2050. 
 
L’évolution croissante de la population des personnes âgées n’est pas sans conséquence et intègre de 
nombreuses problématiques de santé publique. Selon l’organisation mondiale de la santé (OMS) une 
personne dont l’âge est égal ou supérieur à 60 ans est considérée comme âgée. Toutefois, même si 
cette définition reste stricte, elle a surtout une valeur administrative, puisque le phénomène de 
vieillissement reste un processus extrêmement complexe et difficile à définir par l’utilisation de l’âge 
chronologique. D’un point de vu biologique, le vieillissement se caractérise par de nombreuses 
modifications d’ordre cellulaire pouvant avoir une influence sur la survenue de pathologies. Ainsi, en 
association avec le vieillissement, une diminution des fonctions vitales et de l’homéostasie de 
l’organisme est observée. Ces modifications sont par ailleurs variables d’une personne à l’autre et 
rendent compte des différences intrinsèques propres à chaque individu mais aussi des contraintes 
environnementales rencontrées au cours de leur existence. Par conséquent, certaines personnes 
vieilliront sans présenter de signes de pathologies alors que d’autres seront plus sujettes au déclin 
pathologique. Il est, par conséquent, possible de distinguer le vieillissement physiologique du 
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vieillissement pathologique, ce dernier étant caractérisé par le développement de maladies avec le 
cumul des années de vie. 
 
Figure 1. Prévision de la croissance de la population âgée de plus de 60 ans (d’après UN-DESA world 
population aging 2013) 
  
2- Les pathologies associées au vieillissement 
 
Même si cette croissance de l’espérance de vie peut être vue comme une évolution positive des 
conditions de vie et de la médecine, il est toutefois important de considérer et d’anticiper les 
problématiques qui lui sont associées. L’enjeu est de préserver le bien-être des personnes âgées mais 
aussi de réduire les coûts de santé publique associés. L’ensemble des processus qui conditionnent le 
déclin de l’autonomie et des fonctions organiques est aujourd’hui regroupé sous le terme de 
« fragilité ». 
a) La fragilité 
 
Le phénotype de « fragilité » a été caractérisé suite à l’étude de Fried en 2001, qui a démontré que 
cet état conditionne la résistance des personnes âgées face aux conditions de stress (hospitalisation, 
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chutes…), mais qui rend également compte de leur prédisposition au développement des pathologies 
liées à l’âge (Ensrud et al., 2009; Fried et al., 2001). Cette condition se définie par une diminution des 
réserves homéostatiques de l’organisme et se caractérise par une accumulation d’altérations qui ne 
constituent pas à elles seules des signes de pathologies. Ces altérations comprennent notamment la 
diminution de l’activité physique, de la force mais aussi une augmentation de la fatigue. C’est 
l’accumulation de ces critères de fragilité qui favorise la morbidité par la diminution progressive de 
l’autonomie, la diminution de la résistance au stress et la survenue d’un vieillissement pathologique 
(Chen et al., 2014). 
 
Le développement de la fragilité est, par ailleurs, conditionné par un véritable cercle vicieux. En effet, 
en plus des facteurs génétiques et intrinsèques, les maladies associées au vieillissement peuvent 
aussi favoriser la survenue de la fragilité (Ahmed et al., 2007). La maîtrise des risques pathologiques 
associés au vieillissement est donc particulièrement importante dans la lutte contre la fragilité, la 
mortalité associée et la diminution de la qualité de vie de ces personnes. 
 
b) Le vieillissement pathologique et les pathologies associées 
 
Le vieillissement pathologique se défini par le développement de pathologies en association avec 
l’avancée dans l’âge. Ce phénomène reste variable d’un individu à l’autre et ce sont des facteurs 
génétiques, les habitudes de vie et le stress environnemental (cigarettes, alcool, manque d’activités 
physiques) qui jouent un rôle particulier dans leur développement. Ainsi, avec l’âge, nous observons 
une augmentation du risque de développer de nombreuses pathologies chroniques (Ferrucci et al., 
2008; Niccoli and Partridge, 2012). Parmi elles, nous retiendrons plus particulièrement les cancers, les 
maladies neurodégénératives, les bronchopneumopathies chroniques obstructives (BPCO), la 
sarcopénie et les maladies cardiovasculaires qui sont les causes majeures de morbidité chez le sujet 





Figure 2. Evolution des pathologies chroniques avec l’âge (d'après Niccoli and Partridge, 2012) 
 
Le risque de développer un cancer augmente avec l’âge (Berger et al., 2006). L’accumulation de 
comorbidités (diabète, infection, obésité) et l’instabilité génomique sont les causes principales de 
développement du cancer en association avec le vieillissement (White et al., 2014). En plus 
d’augmenter la prévalence du cancer, le vieillissement altère également la compliance et la 
résistance des sujets face aux traitements thérapeutiques classiques (chimiothérapie, irradiation). 
Ainsi, les personnes âgées sont moins enclines à supporter les traitements anticancéreux standards 
(Uyar et al., 2005).  
 
Le vieillissement prédispose les sujets au développement de maladies neurodégénératives, comme la 
maladie d’Alzheimer, la maladie de Parkinson et les accidents vasculaires cérébraux (Hung et al., 
2010). Concernant la maladie d’Alzheimer, le risque de développer cette pathologie passe de 0.28% 
chez des individus de 65 à 69 ans à 5.6% chez les sujets âgés de 90 ans et plus (Kukull et al., 2002). Ce 
sont vraisemblablement des mécanismes cellulaires impliquant une augmentation du stress oxydant 
et des dysfonctions mitochondriales qui favorisent ces pathologies (Bishop et al., 2010). 
 
Le risque de présenter une bronchopneumopathie chronique obstructive (BPCO) augmente avec l’âge 
(Buist et al., 2007). Cette pathologie, qui se caractérise par une obstruction et une limitation des 
débits aériens touche entre 20 et 40% des personnes âgées de plus 65 ans (Fragoso, 2016; Gershon et 
al., 2011). C’est la destruction partielle du parenchyme et les modifications de la matrice 
extracellulaire pulmonaire en association avec le vieillissement qui peuvent être à l’origine de cette 
pathologie (Adnot et al., 2015; Huang et al., 2007). La qualité de vie des personnes atteintes de BPCO 
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reste considérablement réduite puisque cette pathologie altère la condition physique des patients et 
prédispose à la survenue de la fragilité (Lahousse et al., 2016). 
 
La sarcopénie, qui se caractérise par une diminution de la fonction neuromusculaire et par une 
altération du tissu squelettique, touche environs 30 % des sujets de plus de 60 ans (Cruz-Jentoft et 
al., 2014). Cette pathologie tient une place particulière dans le domaine de la gérontologie puisque, 
de par son action négative sur la mobilité, elle prédispose grandement les personnes atteintes à la 
fragilité et à la perte d’autonomie (Cruz-Jentoft et al., 2010; Doherty, 2003). Plusieurs mécanismes 
semblent être impliqués dans son développement comme l’altération mitochondriale, la diminution 
de l’activité physique et l’augmentation de l’inflammation chronique (Walston, 2012). 
 
Enfin, le vieillissement possède un effet non négligeable sur le cœur et sur le système circulatoire, 
prédisposant ainsi l’organisme à des pathologies telles que l’hypertension, l’athérosclérose, 
l’infarctus du myocarde et l’insuffisance cardiaque (IC) (Lakatta and Levy, 2003; Stern et al., 2003). 
Ces maladies sont regroupées sous le nom de maladies cardiovasculaires (cardiovascular disease, 
CVD) et elles représentent 40 % des causes de décès chez les personnes âgées de plus 65 ans 
(Heidenreich et al., 2011). En plus d’être une cause évidente d’atteinte physiologique, les CVD 
agissent de façon très néfaste sur la survenue de la fragilité par la diminution de l’activité physique 
(Uchmanowicz et al., 2017). L’incidence du syndrome de fragilité chez les sujet en IC est de 18 % à 
54% suivant les études (Jha et al., 2015). Il apparait donc particulièrement important de mieux 
comprendre les mécanismes qui conditionnent la survenue des maladies cardiaques avec l’âge 
(Sahyoun et al., 2001). Pour cela, une meilleure compréhension des modifications du cœur au cours 
du vieillissement est donc nécessaire. 
 
3- Le cœur et le vieillissement 
 
Le cœur est un organe particulièrement actif dont la fonction principale est la délivrance du sang et 
des nutriments à l’ensemble de l’organisme. Durant le vieillissement sa capacité à remplir ses 
fonctions s’altère, et cet événement coïncide avec la survenue de nombreuses modifications d’ordre 




a) Perturbation de la fonction cardiaque avec le vieillissement 
 
Le cœur est un organe fonctionnant comme un système de pompe délivrant le sang à l’ensemble de 
l’organisme après l’oxygénation de ce dernier par les poumons. Une des caractéristiques les plus 
fréquentes du cœur âgé est une diminution de l’efficacité de remplissage du ventricule gauche au 
cours de la diastole ventriculaire avec une fonction d’éjection systolique préservée (Strait and 
Lakatta, 2012; Upadhya and Kitzman, 2017). La diastole ventriculaire peut être découpée en deux 
phases. Un remplissage passif par dilation du ventricule gauche (phase E), suivi d’un remplissage actif 
par contraction de l’oreillette gauche (phase A). Au cours du vieillissement, le ventricule gauche ne 
parvient pas à se dilater correctement et cela a pour conséquence une diminution du remplissage 
passif lors de la phase E. Ainsi, lors de la phase A, l’oreillette gauche, devra fournir un travail 
supplémentaire afin d’éjecter le sang résiduel non transféré dans le ventricule. La fonction 
diastolique peut-être évaluée par doppler qui mesure le flux sanguin entre l’oreillette et le ventricule 
gauche. Par ce biais, il est possible d’évaluer l’amplitude de la phase E et A (onde E et onde A). Avec 
l’âge, chez l’homme, il est courant de constater une diminution du rapport de l’onde E/A qui signe un 
défaut de fonction diastolique (Kitzman et al., 1991) (Figure 3). Cette caractéristique pathologique est 
le signe d’une insuffisance cardiaque à fraction d’éjection préservée (ICFEP) dont les aspects 
physiopathologies seront abordés dans la section L’insuffisance cardiaque. 
 
 
Figure 3. Evolution de l’onde E/A dans la cohorte BLSA et Framingham au cours de l’âge (d’après 




b) Altération de la fonction rythmique cardiaque 
 
L’activité électrique du cœur est indispensable au processus de contraction mécanique et séquentiel 
du cœur. Les cellules pacemakers du nœud sinusal initient la dépolarisation cardiaque et la 
transmission de ce signal électrique est facilitée et coordonnée spatialement et temporellement 
grâce un faisceau de cardiomyocytes spécialisés, les cellules cardionectrices (Figure 4). Une altération 
de la propagation du signal de dépolarisation peut être la source d’une dysfonction rythmique 




Le rythme cardiaque au repos diminue drastiquement avec le vieillissement, passant de 80 
battements/min à l’âge de 25 ans à 60 battements/min à l’âge de 80 ans (Christou and Seals, 2008). 
Cette diminution, qui limite la capacité aérobie de l’organisme, s’explique en partie par une 
Figure 4 : Le réseau électrique cardiaque simplifié (d’aprés de la fédération française de cardiologie) 
Le pacemaker prend source au niveau du nœud sinusal. Puis, le signal se propage alors rapidement jusqu’à la 
base des deux oreillettes afin d’induire leur contraction simultanée. Cette première étape permet la vidange 
auriculaire et le remplissage actif des ventricules. Le signal électrique se regroupe ensuite au niveau du nœud 
aurico-ventriculaire qui sépare les oreillettes du ventricule. De ce point, l’activité électrique atteindra 
rapidement la base des ventricules, via le faisceau de Hys et remontera sur leurs bordures respectives par le 
réseau de Purkinje, afin de permettre la contraction synchronisée et secondaire des deux ventricules. 
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diminution du nombre de cellules pacemaker au sein du nœud sino-atrial et une augmentation de la 
fibrose et des tissus adipeux auriculaires qui induisent un défaut de conductance du signal électrique 
(Csepe et al., 2015). Par ailleurs, le cœur âgé est sujet à une désensibilisation de la voie β-
adrénergique qui est impliquée dans le maintien et l’adaptation du tonus cardiaque lors de l’exercice 
(Christou and Seals, 2008) (voir Hypertrophie des cardiomyocytes). De façon chronique, une 
mauvaise maîtrise du signal pacemaker favorise l’apparition de la FA, dont l’incidence est augmentée 
chez les personnes âgées (Jones, 2006). 
 
c) Fibrose du tissu cardiaque 
 
La matrice extracellulaire est une composante protéique interstitielle qui joue un rôle majeur dans le 
maintien de la structure du tissu. La fibrose, qui se caractérise par une accumulation excessive de 
matrice extracellulaire, peut être transitoirement bénéfique dans le cas de la cicatrisation ou 
pathologique dans le cas d’un dépôt matriciel interstitiel anarchique et abondant au sein d’un tissu. 
Au sein du tissu cardiaque, la matrice extracellulaire se compose principalement de collagène (type 1 
et 3) et de fibres élastiques (Weber, 1989) et des modifications de composition de la matrice 
extracellulaire peuvent avoir des répercussions majeures sur la capacité contractile cardiaque 
(Robinson et al., 1988). Les principales cellules qui synthétisent cette matrice sont les fibroblastes. 
Ces derniers sont largement impliqués dans les mécanismes de réparation tissulaire post-infarctus 
(Zeisberg and Kalluri, 2010). Toutefois, des études démontrent le rôle néfaste de la fibrose cardiaque. 
En effet, chez des patients hypertendus avec ICFEP, la fibrose est directement associée à la sévérité 
de la pathologie (Martos et al., 2007). De plus, le développement d’une fibrose atriale favorise le 
développement de FA (Ling et al., 2012). Il est retrouvé une augmentation des dépôt de collagène 
chez les sujets âgés (Gazoti Debessa et al., 2001) et dans des modèles de rongeurs (Eghbali et al., 
1989; Lin et al., 2008). Les conséquences liées à la fibrose cardiaque chez le sujet âgé peuvent être 
multiples. Les dépôts de collagène peuvent interférer avec la conduction du signal de dépolarisation 
et altérer la force et la synchronisation de la contraction des cardiomyocytes. La fibrose cardiaque 
peut résulter de l’expression de facteurs pro-fibrosants, tels que le « transforming growth factor β » 
(TGFβ), des cytokines pro-inflammatoires comme l’IL-6, de l’activation du système rénine-
angiotensine-aldostérone et de l’activation du système sympathique adrénergique (Dobaczewski et 




4- L’insuffisance cardiaque 
  
Ainsi, avec le vieillissement, il est observé deux modifications fonctionnelles majeures, un défaut de 
remplissage et une altération du rythme cardiaque. Ces deux atteintes participent au développement 
de l’ICFEP et de la FA (Steenman and Lande, 2017) (Figure 5). Il est intéressant d’observer que ces 
deux pathologies restent reliées par un dénominateur commun qu’est le vieillissement. Toutefois, 
entre ces deux pathologies associées à l’âge, l’ICFEP reste plus problématique compte tenu de sa 
sévérité, de sa prévalence chez le sujet âgé et du manque d’efficacité des thérapies actuellement 
utilisées. 
 
Figure 5. Les pathologies cardiaques associées à l’âge (d’après Steenman and Lande, 2017) 
 
a) Généralités sur l’insuffisance cardiaque 
 
Lorsque le cœur ne peut répondre correctement aux besoins de l’organisme, on parle d’IC. Cette 
insuffisance correspond à un déséquilibre entre la demande de l’organisme et la capacité de la 
pompe cardiaque à répondre à cette demande. Plusieurs facteurs sont aujourd’hui décrits comme 
pouvant favoriser l’insuffisance cardiaque : une diminution de la délivrance en oxygène (hypoxie 
chronique, athérosclérose, insuffisance coronarienne), une dysfonction métabolique (diabète), une 
augmentation de la charge de travail (hypertension artérielle), une altération structurale et une 
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insuffisance dans la production d’énergie (ATP). Il est intéressant de constater que l’ensemble de ces 
facteurs est notamment associé au phénomène de vieillissement. Il est possible de distinguer deux 
types d’IC, l’IC à fraction d’éjection altérée (ICFEA) qui se caractérise par une diminution de la fraction 
d’éjection (FE) du ventricule gauche lors de la phase de systole (FE < 40%) et l’ICFEP qui est définie 
par une fonction diastolique défaillante associée à une FE conservée ( >50%) (Redfield, 2016). Chez le 
sujet âgé, comme nous avons pu le voir, c’est l’ICFEP qui est la plus souvent diagnostiquée (Lazzarini 
et al., 2013; Upadhya and Kitzman, 2017). De plus, l’ICFEP présente une gravité supérieure à l’ICFEA 
puisque le diagnostic est plus difficile (Ponikowski et al., 2016; Špinarová et al., 2017), les 
comorbidités associées sont plus nombreuses (Mentz et al., 2014) et il n’existe aujourd’hui aucun 
traitement qui a prouvé son efficacité dans l’augmentation de l’espérance de vie (Redfield, 2016). 
b) Les symptômes et la classification 
 
L’IC reste une pathologie initialement silencieuse, puisqu’elle comporte une phase initiale 
asymptomatique, qui se caractérise par un remodelage positif et une compensation du cœur (phase 
compensée). Par la suite, lorsque la maladie persiste, évolue et s’aggrave, certains symptômes 
apparaitront et seront ressentis de façon variable suivant la sensibilité de chaque individu. Dans un 
premier temps, l’IC entraine une dyspnée à l’effort, qui est caractérisée par un essoufflement lors 
d’activités physiques de faible intensité. Plus tard, et dans des stades plus avancés de la pathologie, 
cette dernière peut alors évoluer en dyspnée nocturne. En outre, des palpitations et des douleurs 
thoraciques peuvent aussi être présentes. Enfin, de façon directement dépendante à la diminution du 
débit cardiaque il peut survenir des signes périphériques tels que l’asthénie, des ralentissements 
psychomoteurs, des syndromes confusionnels, des douleurs abdominales, des nausées, des 
vomissements, des oliguries et des œdèmes périphériques. Malgré une origine différente, les signes 
fonctionnels qui reflètent l’IC sont identiques dans les deux types d’IC (ICFEA et ICFEP). A ce jour, il 
existe une classification de l’IC qui permet le suivi des patients. C’est la classification définie par la 





Figure 6 : Classification NYHA, comportant les 4 stades cliniques 
 
c) Les marqueurs biologiques 
 
Au cours de l’IC de nombreux mécanismes inflammatoires, biochimiques et neurohormonaux se 
mettent en place. Ces processus peuvent alors modifier le profil biologique des cardiomyocytes et 
des cellules du parenchyme cardiaque, qui secréteront alors des enzymes, des hormones et des 
marqueurs de stress et de lésion. Le dosage de ces derniers dans le sang ou les urines permet une 
évaluation de l’état de souffrance des cardiomyocytes et de l’atteinte cardiaque. 
 
Chez l’homme, le BNP qui est un peptide synthétisé par les cardiomyocytes lors d’un stress 
hémodynamique reste le marqueur le plus souvent dosé. L’augmentation de ce facteur ou de sa 
forme inactive (NT-proBNP) est un reflet de la sévérité de l’IC et son taux circulant est corrélé au 
stade clinique selon la classification NYHA. Par ailleurs, la concentration plasmatique de BNP permet 
un suivi de l’évolution de la pathologie chez le patient (Vuolteenaho et al., 2005). Toutefois, le dosage 
du BNP n’est pas suffisant pour le diagnostic de l’ICFEP puisque sa sécrétion peut être influencée par 
la FA, la tachycardie et l’insuffisance rénale (Rogers et al., 2009) et les dernières recommandations en 
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matière de diagnostic de l’ICFEP ne permettent pas d’exclure la pathologie avec un niveau bas de 
BNP (Paulus et al., 2007; Ponikowski et al., 2016). Il apparait donc important d’identifier de nouveaux 
marqueurs biologiques pouvant rendre compte du développement d’une ICFEP. Dans cette optique, 
de nombreuses études ont permis de mettre en évidence de nouveaux marqueurs biologiques qui 
sont associés à la pathologie comme par exemple le GDF15, la Galectine et une protéinase la MMP-2 
(Cypen et al., 2017; Savic-Radojevic et al., 2017). Cependant, ces derniers ne signent pas 
spécifiquement l’ICFEP et peuvent aussi être utilisé pour le diagnostic de l’ICFEA. 
 
d) Les comorbidités et étiologie de l’IC 
 
Les comorbidités associées à l’IC sont nombreuses et en font une maladie complexe à traiter. Chez les 
personnes hospitalisées, il est possible de dénombrer de deux à six comorbidités et parfois plus de 
sept chez certains sujets. Les comorbidités les plus fréquemment rencontrées sont l’anémie 
(Groenveld et al., 2008), l’insuffisance rénale et les BPCO (Hawkins et al., 2009). Il est important de 
signaler que certaines comorbidités sont aussi confondantes avec des facteurs de risque. Parmi eux, 
les plus fréquents sont les pathologies coronariennes, l’hypertension (Bhatia et al., 2006), le diabète 
de type 2 (Kannel et al., 1974) et l’obésité. 
 
e) Traitement de l’insuffisance cardiaque 
 
Le traitement de l’ICFEA reste aujourd’hui efficace et permet d’allonger l’espérance de vie des 
patients touchés (Reed and Sueta, 2015). A l’opposé, il n’existe à ce à jour aucun traitement 
permettant d’augmenter l’espérance de vie des patients en ICFEP (Cleland et al., 2006; Edelmann et 
al., 2013; Massie et al., 2008). Le traitement des comorbidités associées à l’ICFEP reste tout de même 
prescrit afin de limiter la détérioration de la qualité de vie des patients. Ainsi, le traitement de l’ICFEP 
est choisi en fonction des comorbidités et des symptômes qui lui sont associés. 
 
Lorsqu’une atteinte pulmonaire (œdème) est diagnostiquée il est utilisé des diurétiques mais les 
dérivés nitrés restent les plus efficaces (Cotter et al., 1998). Ce traitement permet de réduire la 
pression artérielle notamment au niveau pulmonaire afin d’éviter un aggravement de l’œdème et le 
risque d’intubation et ventilation. Dans le cas d’une rétention hydrosodée ce sont seulement les 
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diurétiques qui sont efficaces. Il est cependant important de suivre la fonction rénale qui risque de 
s’altérer d’autant plus avec le traitement. Enfin, dans le cas particulier d’un diagnostic de l’ICFEP 
seulement associé à une dyspnée à l’effort, il n’existe aucun traitement suffisant pour augmenter 
l’espérance de vie. Plusieurs études cliniques internationales et menées en double aveugle se sont 
intéressées à tester les molécules suivantes : inhibiteurs de l’enzyme de conversion de l’angiotensine 
II, bétabloquants, antagonistes des récepteurs AT1 et AT2 à l’angiotensine II et antagonistes des 
récepteurs de l’aldostérone. Aucune de ces dernières n’a permis de montrer un effet bénéfique sur la 
survie des patients en ICFEP avec dyspnée à l’effort. 
 
Les mécanismes impliqués dans la physiopathologie de l’ICFEP et de l’ICFEA sont totalement 
différents. Cette différence explique notamment les résultats décevants concernant l’utilisation des 
classes de médicaments préconisés pour le traitement de l’ICFEA dans le contexte de l’ICFEP. Il reste 
donc extrêmement important de mieux comprendre les processus impliqués dans l’ICFEP et 




Nous avons pu voir que le vieillissement prédispose à de nombreuses pathologies, dont les 
pathologies cardiaques. Le cœur âgé possède un phénotype particulier caractérisé notamment au 
niveau fonctionnel par une dysfonction cardiaque diastolique du ventricule gauche. Le cœur âgé est 
ainsi largement prédisposé à développer une ICFEP pour laquelle il n’existe actuellement aucun 
traitement. Ainsi, une meilleure compréhension des mécanismes initiateurs reste une approche 
indispensable à la découverte de nouveaux traitements préventifs et thérapeutiques. Dans cette 
optique il est nécessaire d’étudier les modifications au niveau cellulaire qui peuvent rendre compte 
des altérations fonctionnelles. De très récentes études démontrent l’implication d’un processus 
particulier appelé « sénescence cellulaire » dans le développement de pathologie en association avec 
le vieillissement (Baker et al., 2016; He and Sharpless, 2017). Ainsi il est possible de formuler 
l’hypothèse selon laquelle la survenue de pathologies cardiaques avec le vieillissement est liée à 




II- La sénescence cellulaire 
 
Décrite pour la 1ère fois en 1961 par Hayflick et son collaborateur Moorhead, la sénescence cellulaire 
est aujourd’hui un domaine de recherche en constante évolution (Hayflick and Moorhead, 1961). En 
effet, la définition initiale de la sénescence, alors caractérisée comme un simple arrêt de division 
cellulaire, se retrouve aujourd’hui enrichie et complexifiée. Ainsi, de nombreuses autres 
caractéristiques sont à ce jour utilisées pour identifier et comprendre la biologie des cellules 
sénescentes. La sénescence cellulaire est un processus positif lors du développement ou de la 
cicatrisation, mais de très récentes études suggèrent aussi son rôle délétère dans la survenue de 
pathologies avec l’âge (He and Sharpless, 2017). En dépit de nombreuses avancées scientifiques dans 
ce domaine, plusieurs aspects restent encore mal décrits. Les mécanismes inducteurs sont, en effet, 
nombreux et variables d’un tissu à l’autre et les marqueurs de sénescences utilisés ne sont pas 
spécifiques du processus de sénescence. L’étude des mécanismes inducteurs et l’identification de 
nouveaux marqueurs représentent donc un réel enjeu dans la lutte contre les pathologies liées à 
l’âge. 
 
1- Découverte du concept de sénescence cellulaire par Hayflick 
et Moorhead 
 
Le concept de sénescence a été initialement décrit et défini en 1961 par Hayflick et Moorhead. Ces 
derniers ont observé un arrêt du cycle cellulaire sur diverses lignées fibroblastiques en culture après 
un nombre défini de divisions cellulaires (environ 50) (Hayflick and Moorhead, 1961). Cet arrêt du 
cycle cellulaire est à distinguer de l’état de quiescence par sa stabilité et sa non-réversion en 
présence de facteurs de croissance (Terzi et al., 2016). C’est à partir de cette observation qu’a 
émergé le concept de sénescence réplicative, qui se définit alors comme un arrêt stable de la division 
cellulaire (Hayflick, 1965; Hayflick and Moorhead, 1961). Le nombre maximal de divisions cellulaires 
précédant l’entrée en sénescence est appelé la limite de Hayflick. Par la suite, de nombreuses études 
ont démontré que la sénescence réplicative ne se limitait pas aux fibroblastes, mais que ce processus 
était commun à de nombreux autres types cellulaires en culture et dans l’organisme (Campisi and 
d’Adda di Fagagna, 2007; Childs et al., 2015).  
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2- Caractéristiques générales de la sénescence  
 
Bien que la définition initiale de la sénescence par Hayflick se limitait à un arrêt stable de la 
prolifération, des études plus récentes ont permis de mettre en évidence d’autres caractéristiques 
communes aux cellules sénescentes (He and Sharpless, 2017). Parmi elles, on retiendra plus 
particulièrement, l’hypertrophie cellulaire, la résistance à l’apoptose, l’acquisition d’un phénotype 
sécrétoire associé à la sénescence (SASP), la présence de macromolécules oxydées, la dysfonction 
d'organites intracellulaires (lysosomes, mitochodries) et des modifications nucléaires (Figure 7). 
L’ensemble de ces caractéristiques permet par ailleurs de mettre au point des marqueurs 
d’identification, dont certains se révèlent être critiquables. 
 
 
Figure 7. Les caractéristiques de la cellule sénescente (Image créée à partir de la banque d’images 
MedicalArt®) 
 
a) L’arrêt du cycle cellulaire 
 
La caractéristique majeure de la cellule sénescente est son incapacité à progresser dans le cycle 
cellulaire. Plusieurs études démontrent un arrêt stable de la cellule en phase G1 (Di Leonardo et al., 











Arrêt stable du cycle cellulaire
Modifications nucléaires
• Perte de la lamine B1
• Dommages aux télomères et/ou ADN
• Foyers d’hétérochromatines (SAHF)
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1994). Mais la cellule peut aussi être arrêtée en phase G2/M et il semblerait que ce soit l’origine du 
signal inducteur qui oriente la phase d’arrêt du cycle cellulaire (Herbig et al., 2004; Wada et al., 
2004). Cette caractéristique majeure des cellules sénescentes a permis d’établir des marqueurs qui 
lui sont associés. 
 
a.1) Activation de la voie p53/p21 CIP1 
 
L’arrêt du cycle cellulaire des cellules sénescentes est en grande partie géré par la voie p53/p21CIP1. 
En effet, le suppresseur de tumeur p53 (Levine, 1997) peut réguler la transcription de gènes 
impliqués dans le blocage de la division cellulaire, c’est le cas notamment du gène Cdkn1a qui code 
pour la protéine p21CIP1 (Deng et al., 1995). La protéine p21CIP1 est un inhibiteur de kinases 
dépendantes des cyclines (CDKi) de la famille des CIP/KIP (p21CIP1, p27KIP1 et p57KIP2) (Sherr and 
Roberts, 1995) conduit à l’arrêt du cycle cellulaire en phase G1 (Figure 9). Cette protéine possède la 
capacité d’inhiber les kinases dépendantes des cyclines (CDK) CDK4/CDK6 et CDK2 qui sont 
impliquées dans la progression du cycle cellulaire par l’inhibition de la protéine du rétinoblastome 
(pRB) (Cerqueira et al., 2014). Cette dernière est essentielle au contrôle du cycle cellulaire puisqu’elle 
est un répresseur fort de l’expression de E2F, un facteur de transcription impliqué dans la synthèse 
de l’ADN et la progression dans le cycle cellulaire, par passage de la phase G1 à la phase S (Müller et 
al., 2001). Les CDK4/CDK6 et CDK2 peuvent phosphoryler pRB et ainsi lever l’inhibition 
transcriptionnelle de E2F. L’inhibition des CDK4/CDK6 et CDK2 via l’activation de p21CIP1 favorisera 
donc un état faiblement phosphorylé de pRB et l’arrêt du cycle cellulaire.La mesure de l’activation de 
cette voie cellulaire constitue une signature de la sénescence. Toutefois, cette caractéristique n’est 
que faiblement spécifique puisque l’activation de l’axe p53/p21CIP1 est un mécanisme commun à 
l’activation des mécanismes de l’apoptose (Amaral et al., 2010). 
 
a.2) Expression des gènes de la famille INK4a 
 
L’arrêt du cycle cellulaire, lors de la sénescence, peut aussi être la conséquence de l’activation de 
voies cellulaire indépendantes de p53/p21CIP1 comme l’expression des CDKi de la famille des INK4 
(INhibitor of CDK4) (Jacobs and de Lange, 2004). Cette famille de CDKi comprend quatre membres 
p16INK4a, p15INK4b, p18INK4c et p19INK4d pouvant également jouer un rôle inducteur de la sénescence 
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cellulaire. Ces gènes codent pour des protéines inhibitrices des CDK4/CDK6 favorisant également un 
arrêt du cycle cellulaire par hypophosphorylation de Rb (Roussel, 1999) (Figure 8, Figure 9). Il est 
important de noter que ces 4 gènes sont présents sur le même locus INK4-Arf et que leur expression 
varie en fonction du type cellulaire et du signal inducteur (Kim and Sharpless, 2006). Par ailleurs, ce 
locus comprend aussi une portion codante pour le gène p19Arf qui permet l’activation de p53 via son 
rôle inhibiteur de MDM2, un répresseur de p53 (voir La mécanistique de la DDR). 
 
 
Figure 8 : Expression et cibles des gènes du locus INK4-Arf (d'après Sharpless and Sherr, 2015) 
 
Au cours du vieillissement, chez la souris, l’expression des gène p16INK4a, p15INK4b, p18INK4c et 
p19INK4d est augmentée au sein de nombreux tissus (Krishnamurthy et al., 2004). Ainsi, l’expression 
des gènes associés au locus INK4 est très souvent utilisée comme signature de sénescence. 
Cependant, il est important de noter que parmi les gènes de la famille des INK4, p16INK4a reste le plus 
étudié. En effet, l’expression des gènes p15INK4b, p18INK4c et p19INK4d associée à la sénescence semble 
être plus variable d’un tissu à l’autre comparativement à p16INK4a dont la surexpression est retrouvée 
dans de nombreux organes. Afin de suivre la dynamique d’expression de p16INK4a dans l’organisme, 
des systèmes de gènes-rapporteurs ont été développés. Pour cela, une cassette luciférase ou gène 
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rapporteur est inséré en en aval du promoteur p16INK4a. Il a ainsi pu être démontré une accumulation 
des cellules p16INK4a positives lors du vieillissement de l’organisme mais aussi une augmentation 
d’expression transitoire à proximité des zones de cicatrisation (Baker et al., 2011; Burd et al., 2013; 
Demaria et al., 2014; Jun and Lau, 2010; Yamakoshi et al., 2009). Cependant, l’utilisation du 
marqueur p16 INK4a reste critiquable dans le but d’identifier la sénescence. En effet, des études ont 
démontré que, dans certains cas de sénescence induite in vitro, l’expression de p16INK4a n’est pas 
toujours retrouvée. En effet, dans une lignée de cellule embryonnaires pulmonaires (LF1) 
sénescentes il est possible de retrouver des cellules exprimant p21CIP1 mais pas p16INK4a et 
inversement (Herbig et al., 2004). De façon encore plus paradoxale, l’expression de p16INK4a est 
parfois détectée dans certaines cellules cancéreuses à haut pouvoir prolifératif (Shapiro et al., 1995; 
Witkiewicz et al., 2011), avec par exemple, la forte expression de p16INK4a dans certaines formes de 
cancers de la tête et du cou (Mendenhall and Logan, 2009).  
 
 
Figure 9 : Rôle des inhibiteurs du cycle cellulaire CIP/KIP et INK (d'après Dehay and Kennedy, 2007) 
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b) Modifications nucléaires 
b.1) Perte de la lamine 
 
Les lamines de type A (subdivisé en lamin A ou C) ou de type B (B1 ou B2) sont des protéines 
tapissant la face interne de la membrane nucléaire qui sont impliquées dans le maintien de la taille et 
de la forme des noyaux (Dechat et al., 2008). Il apparait aujourd’hui évident que les variations 
d’expressions (épissage alternatif, répression) des lamines sont associées au phénotype de 
sénescence. En effet, des mutations du gène LMNA codant les lamines A/C conduit à un épissage 
alternatif générant une perte partielle de sa maturation post-traductionelle ayant pour conséquence 
un défaut d’adressage aux noyaux. Cette altération est inductrice de la progéria, une pathologie 
caractérisée par un vieillissement accéléré (Navarro, 2006). Des fibroblastes de patients souffrant de 
progéria (mutation LaminA/C) atteignent plus rapidement un état de sénescence que des cellules 
saines (Benson et al., 2010). De plus, dans de nombreuses modèles, in vitro et in vivo, dont la 
sénescence a été induite, il est possible de retrouver une diminution d’expression de la lamine B1 
(Freund et al., 2012). D’un point de vu fonctionnel, il semblerait que la lamine B1 soit capable de 
modifier l’organisation de la chromatine et l’expression de gènes de sénescence (arrêt du cycle 
cellulaire, sécrétion) (Shah et al., 2013). Toutefois, dans certains modèle de sénescence induite in 
vitro, une augmentation paradoxale de la lamine B1 est observée remettant alors en question cette 
caractéristique comme marqueur de sénescence (Barascu et al., 2012). Récemment, il a été montré 
que la dégradation de la lamine B1 dans un modèle de SIPS (stress oxydant) in vitro provoquerait la 
formation de fragments de chromatine cytosoliques qui activent le système de détection de l'ADN 
cytosolique, cGAS-STING, responsable de l'induction de la réponse interferon de type I et de 
l'acquisition d’un profil sécrétoire associé à la sénescence (SASP) (Glück et al., 2017). 
 
b.2) Erosion télomérique 
 
A l’extrémité de chaque chromosome se trouve une portion d’ADN non-codante appelée télomère 
qui est à distinguer de l’ADN génomique. Les télomères sont composés de séquences d’ADN répétées 
[5’-TTAGGG-3’] (Blackburn, 1991) et permettent de prévenir le raccourcissement de l’ADN 
génomique après chaque division. Ce mécanisme de protection est indispensable puisque lors de la 
division cellulaire, l’ADN polymérase n’est pas en mesure de répliquer l’intégralité de l’extrémité de 
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la séquence d’ADN qui va donc perdre, après chaque cycle, une partie de sa structure. La présence de 
télomères non codants à l’extrémité de chaque chromosome permet par conséquent de protéger la 
partie codante d’une érosion génomique pouvant être la source de mutation génomique. La 
télomérase, est la seule enzyme capable d’additionner les séquences répétées de nucléotides 
[TTAGGG] composant le télomère. Elle est constituée d’une sous-unité protéique ou TERT 
(Telomerase reverse transcriptase) et d’une sous-unité ARN matriciel ou TERC (Telomerase RNA 
component). Cependant, dans les cellules somatiques la télomérase est absente ou alors très 
faiblement exprimée. Ainsi, avec chaque cycle de division, la taille des télomères diminue 
progressivement ce qui aboutit à une diminution notable de la taille des télomères dans les cellules 
sénescentes (Fagagna et al., 2003; Harley, 1991). La diminution de la longueur des télomères est donc 
une caractéristique qui est classiquement utilisée comme marqueur de sénescence (Bernadotte et 
al., 2016). Cependant, il existe de nombreux cas de sénescence non associés au raccourcissement des 
télomères dans les contextes de sénescence induite par le stress ou au sein des cellules non-
réplicatives notamment (Victorelli and Passos, 2017) (voir 4-4-La sénescence induite par le stress). 
 
b.3) Foyers d’hétérochromatine et distension des satellites 
 
Les foyers d’hétérochromatine associés à la sénescence (SAHF) sont aussi classiquement utilisés 
comme marqueur de sénescence (Aird and Zhang, 2013). Cette structure apparait sous forme 
d’agglomérats d’ADN denses et lumineux après marquage au DAPI. Ces derniers sont présents dans 
de nombreuses cellules sénescentes dont l’ADN est endommagé et ne sont pas retrouvés dans les 
cellules quiescentes (Narita et al., 2003). Les SAHF sont notamment impliqués dans la séquestration 
de gènes du cycle cellulaire comme E2F pouvant alors altérer son expression (Narita et al., 2003). De 
plus, il a été démontré que dans des fibroblastes de souris et humains, l’ADN s’effiloche au niveau du 
centromère, cette spécificité est appelée SADS (senescent-associated distension satellite) et 
constitue un marqueur de sénescence. Il est par ailleurs intéressant d’observer la présence de SADS 
au sein de cellules fibroblastiques de patient atteints de progéria (Swanson et al., 2013). Toutefois, 
des études démontrent que l’acquisition de ce marqueur est variable selon le type cellulaire et le 




c) Phénotype sécrétoire associé à la sénescence (SASP) 
 
Avec le vieillissement, le profil de sécrétion cellulaire des cellules sénescente se retrouve modifié, on 
parle alors de senescence associated secretory phenotype (SASP).  
c.1) Définition du SASP 
 
Depuis les année 90, plusieurs travaux ont mis évidence une modification du sécrétome avec la 
sénescence (Shelton et al., 1999), mais ce sont les travaux de Coppé en 2008 qui ont permis 
d’identifier le plus large éventail des protéines secrétées par les cellules sénescentes via l’utilisation 
d’approches protéomiques sur des fibroblastes et des cellules endothéliales (Coppé et al., 2008). Une 
revue globale, faisant état des différentes protéines du SASP, a été publiée en 2010 par Coppé et 
Campisi (Coppé et al., 2010). Ainsi, même si les modifications de sécrétion associées au SASP sont 
nombreuses, il est possible de distinguer deux grands groupes de protéines : les facteurs qui ont un 
rôle paracrine sur les cellules environnantes et les facteurs qui ont une action sur le remodelage de la 
matrice extracellulaire. Par la suite Kuilman et Peeper, ont dressé une liste plus étoffée des protéines 
associées à la sénescence alors regroupées sous le terme le Senescence-messaging-secretome (SMS). 
Le SASP est aujourd’hui considéré comme un phénomène délétère au cours du vieillissement, 
puisqu’il est associé à la perte d’homéostasie des tissus âgés bien qu’il soit initialement impliqué dans 
la clairance des cellules sénescentes (Chien et al., 2011; Kuilman and Peeper, 2009; Xue et al., 2007). 
En effet, le SASP favorise la tumorigenèse, la fibrose (Coppé et al., 2008) et la sénescence des cellules 
voisines (Nelson et al., 2012). Aujourd’hui, il apparait difficile de faire un bilan non exhaustif des 
protéines associées au SASP mais il est toutefois possible, en conciliant les travaux de Coppé et 
Kuilman, de faire la liste des protéines les plus souvent surexprimées et secrétées dans un contexte 




Tableau 1. Bilan des principales protéines du SASP (adapté d’après Kuilman and Peeper, 2009 et 
Coppé et al., 2010) 
 
c.2) Cytokines et chimiokines 
 
L’interleukine-6 (IL-6) reste la cytokine les plus souvent retrouvée associée au SASP (Coppé et al., 
2010). Cette dernière est largement impliquée dans la sécrétion de protéines de la phase aigüe de 
l’inflammation (Gabay and Kushner, 1999). Elle est surexprimée dans de nombreux types cellulaires 
sénescents tels que les mélanocytes, les monocytes, les fibroblastes et les cellules épithéliales. Cette 
dernière est très finement régulé par les voies de dommages à l’ADN (voir Activation de la voie de 
dommage à l’ADN) (Rodier et al., 2009). Par ailleurs, les cytokines de la famille de l’interleukine-1 (IL-
1) sont elles aussi exprimées lors de la sénescence et joueraient un rôle important dans la promotion 
de sénescence paracrine, et en particulier l’IL-1α via son rôle dans l’activation de la voie NF-κB (voir 
régulation du SASP) (Laberge et al., 2015; Mantovani et al., 2001). De plus, de nombreuses 
chimiokines, nécessaires au recrutement des cellules immunitaires, sont aussi retrouvées sécrétées 
avec l’acquisition du SASP. Parmi elles, on retiendra plus particulièrement l’interleukine-8 (IL-8) et la 
famille des CCL (MCP-2, -3, et -1) qui jouent un rôle dans le recrutement des cellules myéloïdes 
(monocytes, neutrophiles) (Bode-Böger et al., 2005; Sarkar et al., 2004). Cet ensemble de sécrétion 
permet principalement la clairance des cellules sénescentes par recrutement des cellules du système 
immunitaire inné (Xue et al., 2007). 
 
c.3) Insulin growth factor binding protein (IGFBp) 
 
Les cellules sénescentes expriment fortement les protéines de la famille des IGF-binding proteins 
(IGFBPs). Ces dernières, peuvent séquestrer IGF1 et limiter son interaction avec son récepteur 
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spécifique (IGF1R) et donc altérer sa signalisation. Les fibroblastes sénescents présentent une 
augmentation de la production d’IGFBP3 (Goldstein et al., 1991) et pour les cellules endothéliales 
humaines (HUVEC) sénescentes, une augmentation d‘IGFBP3 et d’IGFBP5 a été observée (Kim et al., 
2007a). Ces facteurs ont comme effet d’activer des processus de sénescence. En effet, l’utilisation de 
protéines recombinantes IGFBP3/5 sur les cellules HUVEC est suffisante pour réduire la prolifération 
cellulaire et provoquer la sénescence par activation de la voie p53 (Kim et al., 2007a, 2007b). Cette 
étude suggère que le SASP peut, en plus de moduler la réponse immunitaire, favoriser l’induction de 
la sénescence par effet autocrine et paracrine sur les cellules voisines. 
 
c.4) Transforming growth factor (TGFβ) 
 
Associé au SASP il est possible de retrouver la surexpression de facteurs de croissance tels que ceux 
impliqués dans l’activation de la voie du TGFβ (transforming growth factor β). La voie du TGFβ est 
activée après fixation du ligand sur le récepteur TGFβr. Le TGFβr est composé de deux chaines 
pouvant former des homodimères ou hétérodiméres (TGFBRI, TGFBRII) afin de transduire le signal. 
Plusieurs ligands sont capables de se fixer sur le TGFβr, parmi eux, les TGFβ mais aussi les GDF 
(growth and differentiation factor) qui sont les plus souvent associées à la sénescence. Dans sa forme 
canonique, l’activation de la voie TGFβ permet le recrutement des protéines SMAD2 et SMAD3 qui 
sont activées par phosphorylation puis transportées au noyau via SMAD4 afin d’activer la 





Figure 10. Voie du TGFβ (d’après Neuzillet et al 2015) 
 
c.4.1) Rôle du TGFβ 
 
Le TGFβ peut jouer un rôle autocrine et paracrine puisqu’il peut être secrété par les cellules 
sénescentes et favoriser l’entrée en sénescence des cellules voisines (Acosta et al., 2013). En effet, 
l’activation de la voie canonique par traitement avec du TGFβ recombinant sur des keratinocytes 
permet l’expression du gène p15INK4b (du locus Ink4) via l’activation du facteur de transcription SP-1 
(Feng et al., 2000) mais également augmente l’expression de p21CIP1 dans des cellules pulmonaires 
traitées (Reynisdóttir et al., 1995). La voie canonique du TGFβ peut donc favoriser l’arrêt de la 
prolifération et la sénescence des cellules cibles (Neuzillet et al., 2015). En outre, le TGFβ joue un 
autre rôle négatif puisqu’il peut favoriser la différenciation des fibroblastes en myofibroblastes 
générateurs de fibrose interstitielle et délétère. La voie non canonique reste aussi intéressante 
puisqu’elle permet l’activation de la voie mTOR et p38-MAPK qui sont décrites comme impliquées 




c.4.2) Rôle du GDF 
 
Par ailleurs, un ligand des récepteurs TGFβr, le GDF15 a aussi été décrit comme un activateur de 
sénescence. En effet, la surexpression de Gdf15 dans cellules endothéliales humaines induit la 
sénescence par surexpression de la voie p16INK4a et p38-MAPK mais aussi la production de ROS (Park 
et al., 2016a). Le rôle des GDF reste cependant controversé, puisque d’autres travaux démontrent le 
rôle positif du GDF11 dans la protection des altérations de l’organisme avec l’âge. Dans le cœur, 
l’étude de Loffredo et al. en 2013 met en évidence une diminution des niveaux de GDF11 avec le 
vieillissement. Les auteurs démontrent le rôle de GDF11 dans la protection du vieillissement 
cardiaque (réversion l’hypertrophie de cardiomyocytes, diminution de l’expression de l’ANP et du 
BNP) via des expériences de parabiose (Loffredo et al., 2013). Toutefois, ces travaux ont été remis en 
question par une étude démontrant l’inefficacité des injections de GDF11 dans la protection du 
vieillissement cardiaque (Smith et al., 2015). Dans le cœur, la littérature semble donc être 
contradictoire. Toutefois, la récente étude de Schafer suggère un défaut majeur dans l’étude de 
Loffredo concernant la quantification du GDF11, en effet, il peut être confondu avec la myostatin 
dont les séquences ne diffèrent que de 11 acides-aminés. Dans cette étude, les auteurs démontrent, 
par ailleurs que les taux de GDF11 ne sont pas modifiés avec le vieillissement mais qu’ils peuvent 
rendre compte de la susceptibilité à la fragilité et aux CVD (Schafer et al., 2016a). Dans un autre 
contexte, au niveau pulmonaire, le GDF11 permet notamment de prévenir l’apparition de la 
sénescence induite par la fumée de cigarette sur des fibroblastes pulmonaires. Les niveaux de GDF11 
plasmatiques sont inversement proportionnels à la sévérité des pathologies pulmonaires obstructives 
(Onodera et al., 2017). Toutefois, dans cette étude, la critique concernant la confusion possible entre 




Le SASP se caractérise classiquement par la sécrétion de protéines pouvant jouer sur l’environnement 
cellulaire. Ces protéases extracellulaires, ont pour rôle principal de dégrader la matrice extra 
cellulaire afin de favoriser la migration cellulaire mais aussi de libérer des facteurs de croissance 
matriciels et de limiter la fibrose. Parmi ces protéases, les « matrix métalloprotéinases » (MMP) sont 
le plus fréquemment associées au SASP. Dans des modèles de fibroblastes sénescents on retrouve 
principalement l’expression de MMP-3 et MMP-10 ainsi que MMP-1 (Parrinello et al., 2005; Zeng and 
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Millis, 1996) qui sont capables de dégrader les fibres de collagène, la fibronectine, la laminine, les 
protéoglycans et l’élastine. La sécrétion de MMP peut être perçue comme un événement délétère 
puisqu’elle favorise la tumorigenèse et l’attraction des cellules cancéreuses via la libération de 
facteurs mitogènes par dégradation de la matrice extra cellulaire (Liu and Hornsby, 2007). Par 
ailleurs, ces facteurs ont aussi un rôle positif lors des processus de cicatrisation tissulaire via leur 
action sur la migration cellulaire (Gill and Parks, 2008). 
 
c.6) Inhibiteurs du plasminogène 
 
Le « plasminogen activator inhibitor » (PAI) autrement appelé serpin est impliqué dans l’inhibition 
des tPA/uPA (tissu specific/urokinase Plasminogen activator). Ces enzymes jouent un rôle anti-
fibrotique par la conversion du plasminogène en plasmine. Le PAI est très souvent associé à la fibrose 
pulmonaire et est très fréquemment exprimé par les cellules sénescentes, leur conférant alors un 
phénotype pro-fibrotique (Elzi et al., 2012). Par ailleurs, de récentes études suggèrent aussi son rôle 
dans le maintien du phénotype sénescent. En effet, l’inhibition de ce dernier par du TM5441 protège 
les cardiomyocytes, les cellules endothéliales et les fibroblastes de la sénescence induite par 
traitement chimique et par réplications successives (Ghosh et al., 2016). 
 
c.7) Mécanismes d’induction du SASP 
 
La voie de signalisation « nuclear factor-κB » (NF-κB) prend aujourd’hui une place centrale dans les 
mécanismes inducteurs du SASP (Salminen et al., 2012). Cette voie cellulaire peut être activée par le 
système immunitaire (signaux IL et TNF-α) mais aussi par le stress oxydant et les agents 
génotoxiques. Cette voie de signalisation permet la libération des facteurs de transcription κB 
intracellulaire (RelA et p50) de leur complexe inhibiteur IκB afin qu’ils puissent transloquer au noyau 
(Lawrence, 2009). Les premiers travaux de Chien et al, démontrent en 2011 l’importance de la voie 
NF-κB dans l’acquisition d’un SASP via une approche shRNA sur des cellules pulmonaires humaines 
(IMR-90) dont la sénescence est induite in vitro. En effet, l’inhibition de la voie NF-κB, réduit 
l’expression de gènes classiques du SASP comme IL-6, IL-8 et CXCL1. Cette étude démontre aussi 
l’importance de la coopération entre p53 et NF-κB dans l’acquisition du phénotype sénescent dans ce 
type cellulaire particulier puisque l’inhibition de la voie NF-κB ne suffit pas à protéger de la 
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sénescence dans les cellules IMR-90. Toutefois, il reste très intéressant de remarquer que cette 
coopération semble être cellule-spécifique dans la mesure où l’invalidation de NF-κB seule est 
suffisante pour empêcher la sénescence dans un modèle de fibroblastes Bj (Chien et al., 2011). Ceci 
mettant alors encore en évidence la variabilité du profil de sénescence en fonction du type cellulaire. 
Enfin, des études plus récentes ont affiné cette observation en démontrant l’implication du facteur 
de transcription GATA4 (Kang et al., 2015) et de la voie mTOR (Laberge et al., 2015) en amont de 
l’activation de NF-κB. 
 
c.2) Variabilité du SASP 
 
En dépit d’une certaine homologie de SASP dans de nombreux contextes de sénescences, le SASP ne 
peut être résumé à une liste de protéines transposables de façon universelle à tous les types de 
cellules sénescentes. En effet, l’expression du SASP est variable d’une cellule à l’autre, et il est 
possible de considérer qu’il existe autant de SASP différents que de cellules dans l’organisme (Jurk et 
al., 2012; Torella et al., 2004). Par ailleurs, plusieurs études ont mis en évidence que le SASP diffère 
en fonction des mécanismes inducteurs de la sénescence (Park et al., 2009; Wiley et al., 2016) et de 
façon très intéressante, il a été démontré que la surexpression de p16INK4a au sein de fibroblastes 
humains conduit à l’acquisition d’un phénotype de sénescence sans présence de SASP (Coppé et al., 
2011). Par conséquent, il semble plus approprié de parler de SASP comme d’une modification globale 
du profil sécrétoire de la cellule pouvant avoir une incidence sur l’environnement de la cellule 
sénescente. Cette modification peut apparaitre sous forme variée au sein des cellules sénescentes et 
inclue généralement des cytokines, des facteurs de croissances et des protéases.  
 
d) Hypertrophie cellulaire 
 
Il est très souvent observé une augmentation de la taille cellulaire associée à l’entrée en sénescence. 
Cette observation remonte aux travaux de Hayflick qui avait fait état d’une augmentation de la taille 
des cellules sénescentes (Hayflick and Moorhead, 1961). Alors que le phénomène d’hypertrophie (ou 
l‘augmentation de la taille) est observé dans de nombreux types cellulaires sénescents, très peu 
d’études se sont intéressées à caractériser les mécanismes associés. C’est en 2008 que les études 
menées conjointement par Damidenko et Blagosklonny ont permis de mieux comprendre les acteurs 
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moléculaires qui englobent l’hypertrophie cellulaire associée à la sénescence (Demidenko and 
Blagosklonny, 2008). Il est tout d’abord intéressant d’observer que l’hypertrophie cellulaire est un 
mécanisme spécifique de la sénescence puisqu’il n’est pas retrouvé lorsque la cellule est en arrêt du 
cycle cellulaire par quiescence. De plus, l’activation de la voie mTOR (target of rapamycin) et la 
phosphorylation de son substrat la S6K est un mécanisme essentiel à l’hypertrophie. La voie mTOR, 
est une voie de signalisation impliquée dans les mécanismes de croissance cellulaire. En effet, elle 
permet d’augmenter la synthèse protéique et d’activer des régulateurs de la croissance cellulaire 
impliqués dans le réarrangement du cytosquelette et dans l’expansion cytoplasmique. Ainsi, il a été 
décrit que l’inhibition de la voie mTOR avec la rapamycin permettait de reverser partiellement mais 
significativement la survenue de l’hypertrophie. Il est d’ailleurs important de noter que les facteurs 
de croissance présents dans le milieu de culture sont indispensables à l’activation de la voie mTOR. 
Ce phénomène d’hypertrophie observé au sein des cellules sénescentes semble donc être hautement 
associé à l’activation de la voie mTOR. Ainsi, même si l’hypertrophie des cellules sénescentes n’est 
que faiblement étudiée, elle n’en reste pas moins un critère important associé aux cellules 
sénescentes. Cependant, cette particularité n’est que faiblement étudiée et l’hypertrophie reste un 
critère souvent négligé dans les études portant sur la sénescence. De plus, certaines organes ne 
possèdent pas ou peu de capacité d’hypertrophie et s’orientent plus vers l’hyperplasie (Goss, 1966) 
et certaines cellules peuvent s’hypertrophier en dehors d’un contexte de sénescence comme les 
adipocytes lors du stockage des triglycérides (Rutkowski et al., 2015). 
 
e) Altération du lysosome 
 
Le lysosome est une organelle spécialisée dans le catabolisme cellulaire. Il peut en effet dégrader de 
nombreux composés cellulaires (intracellulaire, membranaires, organelles) et permet donc 
l’élimination des déchets cellulaire. Les modifications lysosomales retrouvées dans les cellules 
sénescentes a permis la mise au point de marqueurs qui sont classiquement utilisés pour leur 
détection. 
e.1) La SA-βGal 
 
Le lysosome contient un ensemble d’enzymes qui sont impliquées dans la dégradation des déchets 
cellulaires. Parmi ces enzymes lysosomales se trouve la β-Galactosidase qui fonctionne à pH 4.5 dans 
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les cellules saines. Il a été démontré que cette dernière fonctionne à un pH suboptimal de 6 dans les 
cellules sénescentes (Dimri et al., 1995). Cette caractéristique est appelée la « senescence associated 
β-Galactosidase » (Saβ-Gal) et semble être directement dépendante d’une augmentation de la masse 
lysosomale (Kurz et al., 2000) associée à une augmentation de la quantité d’enzyme présente dans 
les cellules (Lee et al., 2006a). La quantification de l'activité SA-βGAL est un des premiers marqueurs 
de sénescence à avoir été développé (Dimri et al., 1995), cependant, la non-spécificité de ce 
marqueur reste aujourd’hui avérée. L’auteur de la publication initiale a lui-même observé que ce 
marqueur n’était pas retrouvé dans tous les types cellulaires sénescents, le qualifiant ainsi de ‘’non 
universel’’. Il a aussi été démontré que le maintien d’un état de quiescence cellulaire sur le long 
terme favorise l’expression de la SA-βgal dans des cellules non sénescentes (Cristofalo, 2005) et que 
ce marqueur n’est pas indispensable à l’acquisition du phénotype de sénescence (Lee et al., 2006a). 
 
e.2) L’accumulation de lipofuscine 
 
La lipofuscine est un agrégat non dégradable retrouvé au sein des lysosomes. Il est constitué de 
lipides oxydés liés à divers protéines et métaux. Cet agrégat est normalement éliminé par le biais de 
l’autophagie. Plusieurs études ont démontré une accumulation de lipofuscine avec l’âge lors de la 
sénescence, et plus spécialement au sein des tissus post-mitotiques (cerveau, cœur et muscle 
squelettique) (Terman and Brunk, 2004). La visualisation des agrégats de lipofuscine reste une 
technique difficile puisque cela requiert un marquage au Sudan Black dans des conditions bien 
particulières pour un résultat peu sensible et peu convainquant (Georgakopoulou et al., 2012). 
Toutefois, et très récemment, Evangelou et al. en 2017 a mis au point un nouveau composé (GL13) 
qui est un analogue du Sudan Black associé à la biotine pour améliorer la sensibilité. L’utilisation de 
ce réactif a été validé dans différents types cellulaires sénescents in vitro et in vivo (Evangelou et al., 
2017). 
 
f) Résistance à l’apoptose 
 
L’apoptose est un mécanisme de mort cellulaire suivi de la dégradation et de l’élimination de la 
cellule concernée (Ellis et al., 1991). Ce mécanisme est reconnu comme antitumoral puisqu’il permet 
de limiter la propagation des cellules dont l’ADN est endommagé (Green and Evan, 2002). Les cellules 
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sénescentes privilégient des voies de survie et sont résistantes à l’apoptose. Ainsi, plusieurs études, 
utilisant des types cellulaires et des stimuli apoptotiques différents, ont démontré que les cellules 
sénescentes acquièrent une résistance à l’apoptose. Les travaux précurseurs de Wang en 1995 ont 
permis de mettre en évidence l’acquisition d’une résistance à l’apoptose induite par privation sérique 
au sein d’une lignée de fibroblastes (Wang, 1995). Il est aujourd’hui décrit que c’est la voie 
p53/p21CIP1 qui joue un rôle prépondérant dans le choix entre survie/apoptose par la cellule. En effet, 
l’apoptose est un mécanisme dépendant de l’activation des gènes codants pour des protéines pro- 
(BAX, PUMA, NOXA) et anti-apoptotique (Bcl-2) qui peuvent être directement régulées par p53 
(Chipuk et al., 2004; Rochette and Brash, 2008; Villunger et al., 2003). Par ailleurs, p53 régule aussi 
p21CIP1 qui est quant à lui impliqué dans la survie cellulaire (Gartel and Tyner, 2002). Il semblerait que 
ce soit la capacité de stabilisation de p53 (Seluanov et al., 2001) et les modifications post-
traductionnelles (phosphorylation/acétylation) de p53, variables en fonction du signal inducteur de 
sénescence, qui orientent le schéma de régulation de p53 en faveur d’un profil apoptotique 
(BAX,PUMA,NOXA) ou de survie (p21CIP1) (Childs et al., 2014; Fielder et al., 2017; Knights et al., 2006). 
Enfin, la localisation cellulaire de p53 participe aussi à la résistance à l’apoptose. En effet, récemment 
une étude a démontré l’importance de la séquestration au niveau nucléaire de la protéine p53 via 
son association avec FOXO4 dans les mécanismes de résistance à l’apoptose (Baar et al., 2017). Il 
reste cependant important de remarquer que la sensibilité des cellules sénescentes aux stimuli 
apoptotiques est variable d’une cellule à l’autre (Hampel et al., 2004). Enfin, cette capacité de 
résistance à l’apoptose est d’ailleurs le talon d’Achille des cellules sénescentes, puisque de très 
récents travaux visant à mettre au point des processus d’élimination spécifique de ces cellules 
utilisent cette caractéristique (Zhu et al., 2015). Ces études ont permis de mettre au point des 
composés « senolytiques » dont le mode d’action sera abordé dans la section 5.c) Vers l’émergence 
de nouvelles thérapies. 
 
g) Oxydation de macromolécules cellulaires 
 
Une augmentation du stress oxydant global de la cellule sénescente conduit à l’oxydation de 
certaines macromolécules comme les protéines, les lipides et l’ADN (voir c.2) Le stress oxydant). 
 
Il est fréquent d’observer une accumulation des protéines oxydées au sein des cellules sénescentes 
(Nowotny et al., 2014; Nyström, 2005). Cette accumulation de protéines oxydées est une 
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caractéristique observable dans de nombreux types cellulaire et qui est associée au développement 
de pathologies chroniques liées au vieillissement (maladies neurodégénératives, diabète, cancer) 
(Baraibar et al., 2012). L’oxydation altère la fonction des protéines ciblées et de récentes études 
démontrent que ce mécanisme est spécifique de certaines protéines lors de la sénescence. 
L’ensemble des protéines préférentiellement oxydées lors de la sénescence composent l’ « Oxi-
protéome » (Baraibar and Friguet, 2013; Baraibar et al., 2016). Ce dernier comporte des protéines 
impliquées dans la fonction métabolique, l’arrangement du cytosquelette, la balance oxydative et la 
régulation de voies de signalisations associées à la sénescence (Tgfβ, Nf-κB, p38-MAPK) (Le Boulch et 
al., 2017). D’un point de vu mécanistique, lors du vieillissement, c’est à la fois l’augmentation des 
mécanismes oxydants et la dérégulation du système d’élimination des protéines endommagées, le 
protéasome, qui participent à cette accumulation de protéines carbonylés (Chondrogianni et al., 
2003).  
 
Dans diverses cellules sénescentes, il est possible d’observer une accumulation de 4-hydroxynonenal 
(4-HNE) qui est issu de la peroxydation des lipides et qui peut donc être utilisé comme marqueur de 
sénescence (Nelson et al., 2012; Wu et al., 2014). 
 
Au niveau de l’ADN, il est observé une augmentation de l’oxydation de la Guanine (8-oxo-2-
deoxyguanosine, 8-oxo-dG) qui constitue alors une signature de sénescence dans de nombreux 
organes (cerveau, cœur, muscle squelettique, foie) chez le rat (Hamilton et al., 2001) et dans le 
cerveau de patients âgés de plus de 70 ans (Mecocci et al., 1993). Il reste intéressant d’observer que 
ce marqueur ne semble pas approprié pour l’ensemble des organes puisque il s’accumule d’avantage 
dans les organes post-mitotiques comme le cœur et le cerveau tandis qu’il n’augmente pas, ou très 
peu, dans la rate, les poumons et les reins de rat âgés (Hirano et al., 1996).  
 
3- Les limites des marqueurs d’identification actuels et 
l’émergence de nouveaux outils 
 
Les caractéristiques que nous venons de décrire ont permis de mettre en évidence plusieurs 
marqueurs qui sont aujourd’hui classiquement et couramment utilisés dans l’identification des 
cellules sénescentes. Toutefois, aucun d’entre eux n’est totalement spécifique de la sénescence. Par 
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ailleurs, il est important de garder à l’esprit qu’un marqueur est associé à une fonction cellulaire, et 
de ce fait, la découverte de nouveaux marqueurs permettra de mieux comprendre la biologie 
complexe de la cellule sénescente. 
 
a) Les limites des marqueurs actuels 
 
Comme nous venons de l’aborder, la plupart des marqueurs actuels manquent de spécificité. En 
effet, certains sont aussi communs à d’autres mécanismes, comme la quiescence (Saβ-Gal) ou 
l’apoptose (p53/p21CIP1) et il convient par conséquent de les utiliser en association. De plus, la 
signature de sénescence moléculaire est variable d’une cellule à l’autre (SASP, p16INK4a parfois 
absent), rendant ainsi difficile l’établissement d’un consensus de marqueurs de sénescence universel. 
Ainsi, dans une volonté d’identifier la sénescence spécifique d’un tissu, les marqueurs actuels 
s'avèrent inefficaces (Bernardes de Jesus and Blasco, 2012). Par ailleurs, les outils actuellement 
disponibles ne sont pas nombreux et manquent parfois de sensibilité et de spécificité (lipofuscine) et 
Sharpless et Sherr en 2015, ont dressé la liste des faiblesses de chacun des marqueurs, révélant ainsi 
de grandes lacunes inhérentes à leur utilisation (Sharpless and Sherr, 2015). Un tableau bilan des 
marqueurs actuels et de leur limite est présenté ci-dessous (Tableau 2). Il existe donc à ce jour un 
réel enjeu dans la validation d’outils d’identification fiables des cellules sénescentes et dans la 





Tableau 2. Limite des marqueurs de sénescence actuels (inspiré de Bernardes de Jesus and Blasco, 
2012; Sharpless and Sherr, 2015) 
  
b) Vers l’utilisation de nouveaux outils d’identification spécifiques 
 
Actuellement, il n’existe aucun consensus quant au nombre de caractéristiques que les cellules 
doivent acquérir pour être considérées comme sénescentes et il semble admis d’utiliser une 
association de plusieurs marqueurs (Lawless et al., 2010; Sharpless and Sherr, 2015). Même si cette 
approche combinée est louable puisqu’elle permet de s’affranchir des lacunes inhérentes à chacun 
des marqueurs en termes de spécificité, elle rend les méthodes d’analyses imprécises et hétérogènes 
d’une étude à l’autre. Avec l’évolution des techniques de séquençage à haut-débit, l’objectif 
d’étudier la sénescence à l’échelle d’un type cellulaire unique afin de constituer une carte d’identité 
de sénescence propre à chaque cellule semble réalisable. Par ce biais, il serait alors possible 
d’identifier des marqueurs plus précis et plus fiables, et qui, en association avec les critères de 
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sénescences actuels, permettrait une meilleure compréhension de la biologie de la sénescence. Dans 
cette problématique, Altubiti en 2014, a utilisé une approche protéomique sur une lignée de cellules 
cancéreuses de la vessie sénescentes par activation de p16INK4a et p21CIP1 (Althubiti et al., 2014) afin 
d’identifier plusieurs marqueurs de surface spécifiques de ces cellules sénescentes. Cette étude 
permit l’identification de six protéines membranaires spécifiquement surexprimées lors de 
l’acquisition du phénotype sénescent (DEP1, NTAL, EBP50, STX4, VAMP3 et ARMCX3). Ces marqueurs 
ont ensuite été validés comme marqueurs pronostics de la sévérité du cancer du sein et comme 
parfaitement utilisables dans l’identification des cellules sénescentes. Encore plus récemment 
Nagano et al, a publié dans la revue Nature une étude comparative entre le génome de cellules dont 
la sénescence et l’apoptose est induite par un traitement de différentes concentrations en agents 
génotoxiques (etoposide). Cette étude révèle l’expression exclusive, au sein des cellules sénescentes, 
de nouveaux gènes (PVRL4, PRODH, LY6D, DAO, EPN3, and GPR172B) qui sont dépendants de p53. 
Ces derniers ont, par ailleurs, été validés dans différents types cellulaires et dans un modèle de 
sénescence réplicative (Nagano et al., 2016). Le rôle de ces nouvelles cibles dans la biologie des 
cellules sénescentes reste encore à déterminer mais ces études présentent le mérite de redynamiser 
l’approche consensuelle d’identification de la sénescence avec une approche à plus large spectre et 
sans-à-priori. 
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III-Mécanismes inducteurs de la sénescence 
 
En parallèle de la caractérisation des cellules sénescentes, il est également important de mieux 
comprendre les mécanismes impliqués dans l'induction des voies de sénescence. Les grandes 
caractéristiques de la sénescence ont permis de mettre en évidence les nombreux processus 
capables d’induire un phénotype sénescent cellulaire. 
 
1- Activation de la voie de dommage à l’ADN 
 
L’arrêt du cycle cellulaire par l’expression des CDKi dans les cellules sénescentes est un mécanisme 
largement associé à l’activation de la voie de dommage à l’ADN. Cette dernière permet la 
coordination entre le processus d’arrêt du cycle cellulaire et le recrutement de la machinerie de 
réparation de l’ADN. Cette voie est fréquemment activée, de façon persistante, au sein des cellules 
sénescentes (Wang et al., 2009). 
 
a) La mécanistique de la DDR  
 
L’ADN cellulaire se compose d’une structure nucléotidique fragile et sensible aux stress 
environnementaux (Jackson and Bartek, 2009) et dont l’intégrité doit être maintenue afin d’éviter la 
survenue de mutations ou de délétions. Les dommages à l’ADN sont des phénomènes fréquents et 
les données obtenues dans des fibroblastes humains et murins démontrent qu’il apparait environ 100 
dommages simples brins (SSB) et 10 cassures doubles brins (DSB) par jour et par cellule (Lieber, 
2010). Ainsi, les cellules disposent d’un système d’alerte et de réparation de l’ADN qui est activé 
lorsque celui-ci est endommagé. Ce système appelé ‘’DNA Damage response’’ (DDR) permet 
également de limiter la propagation des cellules dont l’intégrité génomique est compromise en 
induisant l’arrêt du cycle cellulaire. D’un point de vue mécanistique, la DDR permet le recrutement 
des acteurs moléculaires impliqués dans la réparation et l’arrêt du cycle cellulaire. Dans un premier 
temps, ce sont les protéines ataxia-telangiectasia (ATR) ou ataxia-telangiectasia mutated (ATM) qui 
sont recrutées sur le site du dommage (Bakkenist and Kastan, 2003; Falck et al., 2005). Dans le cas 
d’un SSB c’est ATR qui est activé alors que ATM est associé à un DSB (Falck et al., 2005). Les protéines 
55 
 
ATM/ATR phosphorylent ensuite l’histone H2AX (γH2AX), afin de décompacter la chromatine ce qui 
permettra d’accroitre le recrutement de ATM/ATR (via l’activation de MDC1) (Stucki et al., 2005). 
Cette boucle de signalisation se propage alors sur plusieurs centaines de kilobases voisines du 
dommage (Iacovoni et al., 2010) via l’implication d’effecteurs tels que « p53-binding protein 1 » 
(53BP1) et « mediator of DNA damage checkpoint » (MDC1) qui facilitent l’interaction entre 
ATM/ATR et γH2AX (Bekker-Jensen et al., 2005; Lou et al., 2006). Dans un second temps, 
l’accumulation de ATM/ATR jusqu’à un seuil suffisant conduit à l'activation de leurs cibles 
moléculaires. Parmi elles, le facteur de transcription et répresseur de tumeur p53 (Turenne et al., 
2001) et « cell division cycle 25 » (CDC25) (Mailand et al., 2000) (Figure 11). En parallèle, la 
phosphorylation de la protéine checkpoint2 (CHK2) par ATM/ATR est elle aussi impliquée dans 
l’activation de p53 (Hirao et al., 2000). L’activité et la présence de p53 dans la cellule sont 
principalement régulées par la protéine MDM2 qui favorise sa dégradation par transport au 
protéasome. Ce sont les modifications post-traductionnelles par phosphorylation (par ATM/CHK2) 
qui conduiront à la perte d’interaction avec MDM2 et l’accumulation de p53 dans la cellule (Moll and 
Petrenko, 2003). Il est aussi reporté le rôle de l’acétylation de p53 dans son activation (Reed and 
Quelle, 2014). Avec le vieillissement, une activation persistante de la DDR est fréquemment observée 
dans différents types cellulaires (Chen et al., 2007) avec notamment une augmentation des foyers 
γH2AX dans le cerveau, le foie, les reins, les poumons et les testicules de souris âgées (Sedelnikova et 
al., 2004). Par ailleurs, des études in vitro sur des modèles de cellules sénescentes mettent aussi en 
évidence l’activation persistante de la DDR et de la voie p53/p21CIP1 (Atadja et al., 1995; Di Leonardo 
et al., 1994; Fagagna et al., 2003; Fumagalli et al., 2014; Herbig et al., 2004). Ainsi l’activation de la 
DDR permettra l’activation de la voie p53/p21CIP1 qui est responsable de l’entrée en sénescence.  
 
En parallèle, la DDR, qui active l’arrêt le cycle des cellules dont l’ADN est endommagé, permet aussi 
l’activation de la machinerie de réparation. Ce processus est dépendant du recrutement de ATM/ATR 
et de la phosphorylation du H2AX qui permet de décompacter la chromatine en la rendant ainsi plus 





Figure 11. Les mécanismes de la DDR (d’après Dulic, 2013) 
 
b)  Les mécanismes initiateurs de la DDR 
 
Comme nous venons de le voir, la DDR est un processus largement impliqué dans l’induction de la 
sénescence par activation de p53/p21CIP1 et la compréhension des mécanismes inducteurs de la DDR 
reste indispensable à la caractérisation du phénotype sénescent. 
 
c.1) Raccourcissement des télomères 
 
Après de nombreuses divisions cellulaires, la longueur des télomères diminue jusqu’à atteindre un 
seuil critique qui sera alors reconnu comme un dommage à l’ADN activateur de DDR. Une altération 
de l’expression de la télomérase au sein des cellules germinales et des cellules souches est retrouvée 
en association avec des pathologies de vieillissement accéléré comme la dyskératose congénitale 
57 
 
(Mitchell et al., 1999). Dans des situations d’atteintes tissulaires après exposition chronique à des 
signaux de stress, il est possible de retrouver une sénescence réplicative par érosion des télomères 
(Adnot et al., 2015; Koliada et al., 2015). Il a par ailleurs été démontré qu’une surexpression de la 
télomérase au sein des cellules somatiques chez la souris conduit à une augmentation de leur 
espérance de vie (Bodnar et al., 1998). De plus, au sein des cellules cancéreuses, la réexpression de la 
télomérase agit comme un proto-oncogène et leur permet ainsi d’acquérir un fort pouvoir prolifératif 
(Greider, 1998). Aujourd’hui, cependant, on ne sait pas quel est le seuil critique de raccourcissement 
télomérique à atteindre pour engager la DDR et la sénescence. 
 
c.2) Le stress oxydant 
 
Il y 60 ans, Dehnam Harman avait proposé une théorie du vieillissement basée sur l’implication des 
radicaux libre et du stress oxydant (Harman, 1956). Depuis, cette théorie est au cœur des principaux 
mécanismes initiateurs de la sénescence en dehors de l’attrition télomérique. En effet, de 
nombreuses études ont démontré qu'un traitement sub-léthal inducteur de stress oxydant pouvait 
induire un phénotype comportant de nombreuses similitudes avec la sénescence. Le stress oxydant 
se définit comme un déséquilibre entre la production d’espèces réactives de l’oxygène (EROs) et les 
capacités anti-oxydantes de la cellule. Les EROs sont capables de se fixer sur les constituants 
cellulaires comme l’ADN, les protéines et les lipides et de les endommager (Avery, 2011). Ainsi, une 
surproduction d’EROs cellulaires et/ou l’inactivation des mécanismes antioxydants peuvent 
contribuer à la formation des dommages à l’ADN, à l’activation de la DDR et, à terme, la sénescence. 
Avec le vieillissement, il est possible d’observer une dérégulation des systèmes antioxydants 
contribuant à l’accumulation des EROs (Davalli et al., 2016). 
 
c.2.1) Les espèces réactives de l’oxygène (ERO) 
 
Les EROs sont définies comme des entités chimiquement réactives classifiées en deux catégories : les 
radicaux libres, possédant un électron non apparié sur leur couche externe, et les dérivés non 
radicalaires. Elles sont hautement diffusibles et peuvent très aisément se fixer sur l’ADN et y induire 
des lésions. Les principaux radicaux libres sont l’anion superoxyde (O2°-), le radical hydroxyle (°OH) et 
le monoxyde d’azote (NO). Le peroxyde d’hydrogène (H2O2), quant à lui, n’est pas une espèce 
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radicalaire mais il peut former, via la réaction de Fenton, un radical hydroxyle (°OH). Il est important 
de noter que ces derniers possèdent des caractéristiques propres en termes de diffusion, réactivité et 
demi-vie (Migdal and Serres, 2011).  
 
c.2.2) Source d’ERO mitochondriales via la chaine respiratoire 
 
La mitochondrie est aujourd’hui reconnue comme le siège majoritaire de la formation des EROs 
(Correia-Melo and Passos, 2015; Ziegler et al., 2015). En effet, sa fonction principale est la formation 
d’énergie cellulaire sous forme d’ATP via la chaine respiratoire (CR) qui est une source majoritaire 
d’EROs (Murphy, 2009). Cette dernière se compose de quatre complexes enzymatiques (complexe I à 
IV) qui assurent la formation d’une partie de l’ATP par phosphorylation oxydative. Les complexes 
composant la CR permettent la réduction de divers substrats et la formation d’un gradient de protons 
indispensable à la phosphorylation oxydative. Cependant, il arrive parfois que des électrons 
s’échappent, notamment au niveau du complexe I et III, et réagissent avec l’O2. Cette réaction forme 
alors des anions superoxyde O2.-, capable d’endommager l’ADN (Finkel, 2011) (Figure 12).  
 
 




c.2.3) Autre source d’ERO, la monoamine oxydase (MAO) 
 
La mitochondrie, ne joue pas qu’exclusivement un rôle dans la production d’énergie, elle comporte 
aussi un équipement enzymatique impliqué dans diverses réactions biologiques. La monoamine 
oxydase (MAO), par exemple, est une enzyme pro-oxydante présente sur la membrane externe de la 
mitochondrie. Il existe deux isoformes de cette enzyme, la MAO-A et la MAO-B qui sont exprimées de 
façon variable dans l’organisme et dont l’affinité pour leurs substrats est différente. Le rôle de la 
MAO est la détoxification par oxydation d'amines biogènes telles que la noradrénaline, l’adrénaline 
et la sérotonine. Cependant, cette réaction peut être à l’origine d’une augmentation du stress 
oxydant intra cellulaire par production d’H2O2 (Kaludercic et al., 2014). Avec le vieillissement, il est 
observé une augmentation de l’expression et de l’activité de la MAO-A dans le cœur, chez le rat et la 
souris (Maurel et al., 2003; Villeneuve et al., 2013) et de la MAO-B dans le cerveau chez le rat 
(Mallajosyula et al., 2008).  
 
c.2.4) Le système antioxydant 
 
La mitochondrie, de par sa proximité avec les EROs, comporte un système antioxydant efficace. Ce 
système se compose de la manganèse Superoxyde Dismutase (MnSod) qui est située dans la matrice 
externe de la mitochondrie. Cette dernière est une métalloprotéine capable de dismuter l’O2.- généré 
par la CR et de le transformer en H2O2 qui diffuse alors dans le cytoplasme ou il est pris en charge par 
la Catalase. La catalase est une enzyme cytosolique qui régule la concentration intracellulaire d’H2O2. 
Elle permet en effet la dismutation de H2O2 afin de produire de l’O2 et de l’H2O alors inoffensifs pour 
la cellule. Par ailleurs, la cellule dispose d’un autre système d’élimination des EROs via le tripeptide 
Glutathion (GSH) cytosolique et mitochondrial. Le GSH est impliqué dans une réaction 
d’oxydreduction permettant la détoxification de composés pro-oxydants comme l’H2O2 et implique la 
glutathion peroxydase.  
 
c.2.5) L’ADN et les télomères, des cibles privilégiées 
 
Parmi les nombreuses cibles des espèces réactives de l’oxygène, figure l’ADN, et plus 
particulièrement les télomères. En effet, le rôle des protéines et des lipides oxydés dans l’induction 
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de la sénescence n’est que très peu décrit (Chondrogianni et al., 2003; Flor and Kron, 2016; Riahi et 
al., 2015), tandis que la DDR demeure particulièrement bien décrite comme inductrice de sénescence 
(d’Adda di Fagagna, 2008). De plus, il apparait aujourd’hui assez clairement que ce sont les 
dommages spécifiques aux télomères qui sont principalement impliqués dans l’induction de la 
sénescence et ceci de façon indépendante de leur taille (Victorelli and Passos, 2017). En effet, les 
études menées au sein de l’équipe de J. Passos ont permis de montrer que la sénescence pouvait être 
induite en dehors d’un raccourcissement télomérique par induction de dommages directs sur le 
télomère (Hewitt et al., 2012). Ce phénomène est appelé « Telomere-Associated-Foci » (TAF). La 
publication de Hewitt en 2012 démontre que des fibroblastes, dont la sénescence a été induite par 
irradiation, accumulent de nombreux dommages à l’ADN, dont seuls ceux présents sur les télomères 
sont persistants. Cette persistance s’explique par la présence d’une structure particulière au niveau 
des télomères. Cette structure s’appelle le complexe shelterin et permet de donner au télomère une 
conformation en ‘’boucle’’ (T-LOOP) repliée sur elle-même. Le complexe shelterin, empêche la fusion 
simple brin entre les télomères des différents chromosomes mais il réprime aussi le recrutement de 
la machinerie de réparation de l’ADN. Plusieurs protéines composent et structurent le complexe 
shelterin, c’est le cas de TRF1, TRF2 (TTAGGG repeat binding factors 1 and 2), POT1 (protection of 
telomeres 1) et TIN2 (TRF1-interacting nuclear factor 2) (de Lange, 2005) qui sont notamment 
responsables de l’inhibition du complexe de réparation (Bae and Baumann, 2007) (Figure 13). Les 
dommages générés sur une partie télomérique, les TAFs, apparaissent donc persistants (Fumagalli et 
al., 2014; Hewitt et al., 2012) et la réponse DDR qui en résultera se maintiendra et pourra, à terme, 
activer le processus de sénescence. Depuis, de nouveaux travaux portant sur le rôle des dommages 
spécifiques aux télomères dans l’induction de la sénescence ont été réalisés, notamment au niveau 
pulmonaire (Birch et al., 2015) et hépatique (Ogrodnik et al., 2017). Il est donc aujourd’hui 
parfaitement admis le rôle prépondérant que jouent les télomères dans les mécanismes initiateurs 




Figure 13. Structure du télomère et du complexe shelterin (d’apres Calado and Young, 2008) 
 
2- Altération de la fonction et de la dynamique mitochondriale 
 
La mitochondrie est un organite essentiel à la production énergétique d’ATP cellulaire et qui 
intervient également dans le métabolisme calcique et dans l’induction du signal apoptotique 
(Osellame et al., 2012). Comme nous l’avons vu, la mitochondrie constitue un élément d’intérêt 
majeur dans la gestion du stress oxydant puisqu’elle est à la fois la principale source d’EROs tout en 
étant une cible privilégiée des EROs. Avec l’âge, on observe de nombreuses modifications d’ordre 
morphologiques et fonctionnelles de la mitochondrie. Ces nombreuses altérations conduisent à une 
perturbation du fonctionnement mitochondrial pouvant alors contribuer à la sénescence (Bratic and 
Larsson, 2013; Korolchuk et al., 2017). De façon très intéressante, une altération de l’ADN 
mitochondrial par mutation de la polymérase γ (PolG) conduit à une diminution de l’espérance de vie 
des souris et à un vieillissement accéléré (Trifunovic et al., 2004). De plus, de récent travaux menés 
par l’équipe de J. Passos, ont démontré le rôle indispensable de la mitochondrie dans l’induction et le 
maintien du phénotype sénescent, via son rôle dans la production d’EROs, plaçant ainsi cette 




a) Modification de la fonction mitochondriale 
 
La chaine respiratoire (CR) mitochondriale permet la formation d’énergie mais elle reste une source 
majeure d’EROs. Lors du vieillissement, il est possible d’observer de nombreuses modifications 
d’activité de la CR dans le muscle squelettique (Porter et al., 2015), le foie (Miwa et al., 2014) et le 
cerveau (Cocco et al., 2009). Des perturbations de l’activité de la CR peuvent conduire à un 
phénotype sénescent. En effet, l’inhibition du complexe I de la CR, par traitement pharmacologique à 
la roténone (Li et al., 2003a) et par répression génétique (Miwa et al., 2014) conduit à un profil de 
sénescence. Des résultats similaires sont observés par inhibition du complexe II via un traitement 
avec de la desferroxamine mesylate (Yoon et al., 2003). Ainsi, une diminution de l’activité de la CR 
observée au cours du vieillissement et concomitante à une dysfonction mitochondriale peut être 
promotrice de l’entrée en sénescence. Par ailleurs, une augmentation d’expression de la MAO-A pro-
oxydante dans le cœur conduit à une dysfonction cardiaque comportant certaines homologies avec la 
sénescence (hypertrophie, expression de p53) suggérant l’implication de cette enzyme 
mitochondriale dans les processus de sénescence (Maggiorani et al., 2017; Umbarkar et al., 2015; 
Villeneuve et al., 2013). D’autre part, la chaine respiratoire mitochondriale conduit à la formation de 
métabolites nécessaires à la fonction cellulaire qui peuvent jouer un rôle dans l’induction de la 
sénescence. C’est le cas notamment du nicotinamide adénine dinucléotide (NAD+) qui est formé par 
oxydation du NADH dans le complexe I de la CR. La cytosolic malate déhydrogenase (MDH1) permet 
de réduire l’oxaloacétate en malate, mais requiert la réduction du NADH en NAD. Il est intéressant 
d’observer qu’une diminution de l’activité de la MDH1 et une diminution du ratio NAD/NADH est 
responsable de l’initiation de la sénescence au sein de fibroblastes (Lee et al., 2012). Le NAD+ est 
aussi décrit comme impliqué dans les mécanismes de réparation de l’ADN et dans l’expression des 
sirtuines qui jouent un rôle dans l’induction de la sénescence (Kyrylenko and Baniahmad, 2010; 
Merksamer et al., 2013). L’étude très récente de Wiley, démontre aussi qu’une altération 
d’expression de la sirtuin 3 dans des fibroblastes permet à elle seule d’induire un phénotype 
sénescent particulier appelé « mitochondrial associated dysfunction associated-senescence » 
(MiDAS). Ce phénotype MiDAS est notamment caractérisé par l’acquisition d’un SASP original signé 
par la sécrétion d’IL-10 mais pas d’IL-6 (Wiley et al., 2016), illustrant encore une fois la difficulté 
d’établir un phénotype sénescent et un SASP universel. Ces résultats suggèrent le rôle du ratio 
NAD/NADH dans l’induction de la sénescence par leur capacité à moduler l’activité de MDH1 et 




Concernant le système anti-oxydant, il est intéressant d’observer l’augmentation de l’espérance de 
vie des souris surexprimant la catalase dans les mitochondries (Schriner et al., 2005). Des résultats 
similaires sont observés chez des souris dont la fonction mitochondriale est altérée par mutation de 
polymérase-γ (Dai et al., 2010). Associé à ces données, il est possible de constater une diminution 
d’expression de la Catalase et de la mnSOD dans le cerveau des rats âgés (ALPER et al., 1998) ainsi 
que du système glutathion (Maher, 2005). L’ensemble de ces résultats suggère ainsi qu’une altération 
du système antioxydant mitochondrial avec le vieillissement peut être promotrice de sénescence. 
 
b)  Modifications de la dynamique mitochondriale 
 
b.1) La biogénèse mitochondriale 
 
Des études ont mis en évidence des modifications de la morphologie mitochondriale en association 
avec le développement d’un phénotype sénescent. En effet, les cellules sénescentes in vitro 
présentent une augmentation du nombre de mitochondries qui apparaissent alors plus petites et 
fragmentées. Cette restructuration morphologique conduit à une augmentation de la masse 
mitochondriale (Hara et al., 2013; Passos et al., 2007; Tai et al., 2017). La régulation de la masse des 
mitochondries est dépendante à la fois des mécanismes de biogénèse mitochondriale et également 
des mécanismes d’élimination des mitochondries par le système autophagie-lysosome. Les 
mécanismes de biogénèse mitochondriale sont majoritairement régis par les protéines de la famille 
des peroxysomes proliferator-activated receptor co-activator 1 (PGC-1) qui inclut PGC-1α et PGC-1β. 
Ces derniers sont des co-activateurs transcriptionnels pouvant notamment stimuler la formation de 
nouvelles mitochondries et réguler leur métabolisme via la régulation de NRF1 et NRF2 (nuclear 
respiratory factor) (Handschin and Spiegelman, 2006). Par ailleurs, le facteur de transcription TFAM 
(transcription factor A) est aussi impliqué dans la biogénèse de la mitochondrie de par son rôle dans 
l’initiation de la transcription de l’ADN mitochondrial (Kukat and Larsson, 2013). De façon très 
intéressante, sur des lignées de fibroblastes en culture, il est observé une augmentation d’expression 
de PGC-1α, PGC-1β et TFAM après induction de sénescence (Moiseeva et al., 2009) et la 
surexpression de PGC-1α conduit à la sénescence (Xu and Finkel, 2002). A l’opposé, plusieurs études 
suggèrent aussi qu’un dysfonctionnement mitochondrial induit par un défaut d’activation de l’axe 
64 
 
PGC-1α pourrait être impliqué dans la sénescence (Sahin et al., 2011; Villeneuve et al., 2013). Ces 
résultats, même s’ils proposent des schémas de régulation opposés, suggèrent un rôle important de 
la biogénèse mitochondriale dans l’induction de la sénescence. 
 
b.2) Modifications du recyclage mitochondrial (mitophagie) 
 
La mitophagie est un processus cellulaire permettant le recyclage des mitochondries endommagées 
via leur adressage vers le système autophagie-lysosome. Ce processus, qui implique que des portions 
de cytoplasme contenant les mitochondries endommagées soient internalisées dans une double-
membrane appellée autophagosome, fait intervenir la protéine PTEN-induced putative kinase (PINK1) 
ainsi qu’une protéine avec une activité ubiquitin ligase appellée Parkin. Cette dernière est capable 
d’ubiquitinyler des protéines situées sur la membrane des mitochondries endommagées afin de 
recruter la machinerie responsable de la formation d’autophagosomes. La mitophagie est importante 
pour le maintien de la fonction et de la survie cellulaire (Deas et al., 2011). Dans de nombreux 
modèles de sénescence in vitro et in vivo, le mécanisme d’autophagie est altéré et cela contribue à 
l’établissement du phénotype sénescent. La voie mTOR reste particulièrement bien décrite dans 
l’inhibition de la mitophagie (Dalle Pezze et al., 2014; García-Prat et al., 2016). De plus l’activation de 
p53, qui s’accumule au sein des cellules sénescente, peut interagir avec Parkin, empêcher sa 
translocation à la mitochondrie et donc inhiber le flux mitophagique (Ahmad et al., 2015). Avec le 
vieillissement, le recyclage de la mitochondrie est donc altéré et réduit, provoquant par conséquent 
une accumulation de mitochondries défaillantes pouvant être promotrices de sénescence cellulaire. 
 
3- Activation des gènes du locus INK4 
 
Nous avons abordé l’expression des gènes de la famille des INK4 dans l’arrêt du cycle cellulaire et 
aussi comme marqueur de sénescence. Cependant les mécanismes associés à leur expression 





a)  Régulation des INK4 par la DDR 
 
Les stimuli provoquant des dommages à l’ADN ont été démontrés comme inducteurs de l’expression 
de p16INK4a. En effet, des stress cellulaires génotoxiques induits par les UV (Piepkorn, 2000) et le 
stress oxydant (Roussel, 1999) sont associés au développement d’un phénotype sénescent et 
l’expression de p16INK4a. De façon intéressante, les travaux de Wang en 2006, en plus de démontrer 
l’expression de p16INK4a suite à un stress par irradiation sur des cellules hématopoïétiques de la 
moelle osseuse, ont permis de mettre en évidence une différence de cinétique d’expression entre 
p21CIP1 et p16INK4a (Wang et al., 2006). En effet, 1 jour post-irradiation l’expression de p21CIP1 reste 
particulièrement élevée (x16) avant de diminuer après 2 semaines (x3.6), alors que la surexpression 
de p16INK4a est plus modérée dans les premiers jours (x5) et présente une augmentation significative 
de surexpression après 2 semaines (x11). Ces résultats suggèrent que l’augmentation de l’expression 
de p16INK4a est plus tardive que celle des acteurs directement dépendant de la DDR comme p21CIP1. 
Une autre étude plus ancienne démontre aussi que l’activation d’expression de p16INK4a est retrouvée 
dans les phases avancées de la sénescence des fibroblastes et qu’elle est concomitante à une 
répression partielle de p21CIP1 (Stein et al., 1999). 
 
b) Régulation indépendante de la DDR 
 
L’activation des gènes du locus INK4 fait l’objet de nombreuses études puisque ce dernier reste le 
marqueur le plus souvent utilisé dans l’identification des cellules sénescentes. Ainsi, plusieurs voies 
de signalisation ont été identifiées comme régulatrices de l’expression du locus INK4. La voie de 
signalisation p38 « Mitogen-activated protein kinases » (p38-MAPK), est activée en aval de la 
dimérisation de deux récepteurs à activité tyrosine Kinase permet, notamment l’activation, par 
phosphorylation, de la protéine p38 qui est connue comme répresseur du cycle cellulaire. Plusieurs 
études ont démontré l’implication de la voie p38-MAPK dans l’activation du locus INK4 et plus 
particulièrement p16INK4a, p15INK4b (Ito et al., 2006; Wen-Sheng, 2003; Xu et al., 2014) (Figure 11). Plus 
récemment, une étude a aussi démontré le rôle de la voie mTOR dans l’activation d’expression de 
p16INK4a. En effet, dans un modèle cellulaire de sénescence induite par surexpression de mTOR, les 
auteurs observent une activation de la S6K, en amont de ZRF1, qui est un activateur de l’expression 
de p16INK4a (Barilari et al., 2017). ZRF1 est notamment décrit comme un antagoniste de l’action du 
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« polycomb repressive complex 1 » (PRC1), un complexe protéique multimérique réprimant 
l’expression du locus INK4-Arf. Par ailleurs, lors du processus de sénescence l’expression des 
protéines du groupe polycomb est diminuée (Bracken et al., 2007). Parmi eux, la protéine BMI-1 qui 
est impliquée dans la répression des gènes du locus INK4 dans de nombreux types cellulaires (Itahana 
et al., 2003; Jacobs et al., 1999; Lee et al., 2016) (Figure 11). 
 
4- La sénescence induite par le stress 
 
Il a été initialement démontré que les cellules entrent en sénescence après un certain nombre de 
divisions. On parle alors de sénescence réplicative. Cependant, nous venons aussi de voir que la 
sénescence peut être induite en conséquence de signaux de stress (stress oxydant, dysfonction 
mitochondrial, TAF…) de façon indépendante aux réplications cellulaires successives. Dans ce 
contexte, on parle de sénescence prématurée induite par stress (SIPS). De façon générale il reste 
aujourd’hui parfaitement bien décrit que les télomères sont l’un des principaux vecteurs d’induction 
de la sénescence, que ce soit dans un le cas de la sénescence réplicative ou de SIPS (Hewitt et al., 
2012) (Figure 14). Enfin, d’autres acteurs jouent un rôle prépondérant, comme la mitochondrie qui 
est un pilier central dans l’induction et le maintien du phénotype sénescent (Correia-Melo and 
Passos, 2015; Correia-Melo et al., 2016; Wiley et al., 2016).  
 
La revue écrite par Toussaint en 2000 dresse le bilan historique des différentes méthodes utilisées 
pour démontrer l’existence de la SIPS dans de nombreux types cellulaire in vitro (Toussaint et al., 
2000). Il est cependant intéressant d’observer que, en dépit d’une certaine homologie phénotypique, 
le protéome et le transcriptome des cellules en sénescence induite par le stress ou réplicative, est 
différent (Bielak-Zmijewska et al., 2014; Dierick et al., 2000, 2002; Pascal et al., 2005). Cette 
observation étaye ainsi la nécessité de mieux comprendre les mécanismes inducteurs de sénescence 
afin de pouvoir identifier des marqueurs plus spécifiques suivant le type de sénescence étudiée. 
Plusieurs modèles de stress sont utilisés in vitro et in vivo afin d’induire la SIPS. Compte tenu de la 
complexité du phénotype sénescent, de nombreux modèles et protocoles sont à ce jour utilisés pour 
induire la sénescence. La revue écrite par Petrova en 2016 dans Aging cell se propose de référencer 





Figure 14. Importance des télomères dans l’induction de la sénescence (d’après Victorelli and 
Passos, 2017) 
 
d.1) Modèles in vitro 
 
Afin d’induire la sénescence in vitro plusieurs traitements chimiques sont décrits. Pour cela, des 
molécules génotoxiques sont utilisées à doses sublétales et sur le long terme afin d’induire un signal 
d’intensité moyenne de façon chronique. Les drogues les plus courantes sont celles qui génèrent un 
stress oxydant, comme l’H2O2 (Duan et al., 2005) et la doxorubicine (Ghosh et al., 2016; Maejima et 
al., 2008; Spallarossa et al., 2009), ou qui activent directement la voie p53/p21CIP1 comme la Nutlin3a 
qui réprime MDM2, le principal répresseur de p53 (Efeyan et al., 2007; Manfé et al., 2012; Villalonga-
Planells et al., 2011). Des études ont aussi démontré l’efficacité de molécules agissant sur le 
fonctionnement mitochondrial comme la roténone (Wiley et al., 2016) et la doxorubicine. Par 
ailleurs, il existe aussi des traitements physiques inducteurs de dommages à l’ADN et activateurs de 
DDR, comme l'irradiation par rayonnement gamma, les UV et le stress hypoxique qui sont efficaces 
dans l’induction de la sénescence. Toutefois, il est intéressant d’observer que l’utilisation de ces 
traitements inducteurs de DDR doit être effectuée à faible dose. En effet, la DDR étant une voie 
commune à la sénescence et à l’apoptose c’est la force du signal inducteur qui orientera le devenir 
cellulaire. Ainsi une dose faible et chronique permettra l’induction de la sénescence, tandis qu’un 
signal fort induira plutôt l’apoptose et dans les deux cas la voie p53 sera activée (Nagano et al., 2016; 
Rebbaa et al., 2003; Song et al., 2005). Cette caractéristique a parfaitement été mise en évidence par 
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l’étude de Maejima, qui démontre qu’une dose forte de doxorubicine (1μM) sur des cardiomyocytes 
de rat nouveau-nés induit de l’apoptose alors qu’une dose plus faible (100nM) conduit à la 
sénescence (Maejima et al., 2008).  
 
La sénescence peut aussi être induite in vitro par l’activation d’oncogènes. Les oncogènes sont des 
gènes qui, une fois surexprimés ou mutés, favorisent le devenir tumoral d’une cellule. C’est en 1997 
que le concept de sénescence induite par les oncogènes (OIS) fût décrit pour la première fois 
(Serrano et al., 1997). Dans cette étude, les auteurs démontrent que l’expression de gène de la 
famille RAS dans des fibroblastes conduit à un arrêt du cycle cellulaire en phase G1 associé à 
l’expression de p53 et p16INK4a. Depuis, l’OIS a aussi été décrite via l’activation des gènes MEK, MOS, 
RAF et BRAF sur plusieurs types cellulaires (Michaloglou et al., 2005; Zhu et al., 1998). Même si les 
mécanismes demeurent complexes certaines études suggèrent que ce processus de sénescence est la 
conséquence d’une hyperprolifération qui conduit à des défaut de réplication et à l’activation de la 
DDR (Di Micco et al., 2006). Enfin in vitro la mutation de gènes suppresseurs de tumeurs tels que 
PTEN, NF-1, VHL et RB1 conduit aussi à l’acquisition d’un phénotype sénescence, on parle alors de 
« Tumor supressor loss induced senescence » (Di Mitri and Alimonti, 2016). 
 
d.2) Modèles in vivo 
 
Dans un contexte in vivo, ce sont principalement les traitements physiques comme l’irradiation 
gamma qui sont utilisés afin d’induire la DDR et la sénescence. Il existe aussi des modèles de 
sénescence induite par l’utilisation de molécules chimiques. De façon similaire au modèle in vitro, les 
traitements in vivo par la doxorubicine et la nutlin3a (activateur de p53) sont décrits comme 
inducteurs de sénescence. En effet le traitement par la doxorubicine provoque l'apparition de cellules 
sénescentes dans le cœur de souris et de rat (Hoshino et al., 2013; Maejima et al., 2008) et l’injection 
de nutlin3a chez la souris augmente significativement le nombre de cellules exprimant p21CIP1 au sein 
du tissu pulmonaire (Mouraret et al., 2013). 
 
De façon très intéressante, des données suggèrent que certaines situations de stress pathologiques 
favorisent la sénescence. En effet, des cellules sénescentes ont été identifiées au sein du tissu 
adipeux de patients en diabète de type 2 (Minamino et al., 2009), dans les plaques d’athéromes 
(Minamino et al., 2002; Uryga and Bennett, 2016) et dans les poumons de patients fumeurs souffrant 
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de BPCO (Andujar et al., 2017). Ainsi, un traitement « fast food diet » de seize semaines induit la 
présence de cellules sénescentes (p53, p21INK4a et p21CIP1) dans le tissu adipeux (Schafer et al., 2016b) 
et l’exposition à la fumée de cigarette augmente la présence de cellules pulmonaires épithéliales 
sénescentes (SA-βGal, lipofuscine p21CIP1) (Tsuji et al., 2004). Ces études sont très pertinentes dans la 
mesure où elles offrent une vision du potentiel délétère de la sénescence dans la survenue de ces 
pathologies. Cet aspect délétère sera d’avantage approfondit dans la section 5-b) Aspects délétères. 
 
5- Rôle de la sénescence cellulaire  
 
C’est grâce à une meilleure compréhension des grandes caractéristiques des cellules sénescentes que 
leurs rôles dans la physiologie ont pu être décrits (He and Sharpless, 2017). Il apparait aujourd’hui 
clairement que la sénescence est un processus bénéfique dans le maintien de l’homéostasie tissulaire 
au cours de la vie (rôle antitumoral, aide à la cicatrisation…). Cependant, des récentes études menées 
par Baker en 2011 et 2016 attestent aussi d’un rôle délétère de la sénescence lors du vieillissement. 
Ces dernières années et avec la démonstration du rôle délétère de la sénescence, plusieurs études se 
sont logiquement intéressées à mettre au point des traitements ciblant spécifiquement les cellules 
sénescentes appelés « sénolytiques ». 
 
a) Aspects bénéfiques 
 
a.1) Rôle anti tumoral 
 
La plupart des grandes caractéristiques des cellules sénescentes confèrent à la cellule une capacité 
d'échapper à la tumorigenèse (résistance à l’apoptose, arrêt de la division), ainsi la sénescence est un 
processus qui fût initialement décrit comme anti-tumoral (Collado et al., 2007). La cellule sénescente 
exprime par exemple très fortement p53 et p16INK4a qui sont des gènes suppresseurs de tumeurs 
(Rodier and Campisi, 2011). En effet, comme décrit dans les sections précédentes, ces deux protéines 
en provoquant l’arrêt du cycle cellulaire, s’opposent à la tumorigenèse qui est notamment 
caractérisée par une prolifération cellulaire exagérée et incontrôlée. Les variations d’expression de 
ces gènes de sénescence sont très souvent reliées à la survenue de cancer. Des mutations altérant 
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l'expression de p53 ou p16INK4a favorisent la survenue de cancers (sarcomes, lymphomes de la rate, 
mélanome) chez la souris (Donehower et al., 1992; Sharpless et al., 2001). A l’inverse, des souris 
exprimant une copie supplémentaire de p53 sont naturellement résistantes au développement de 
cancers induits chimiquement par traitement au o-3-methyl-cholanthrene (García-Cao et al., 2002). 
De façon très intéressante, une analyse à haut débit du génome chez l’homme révèle que les 
tumeurs malignes (carcinome des voies urinaires et des poumons, cancer du sein et de 
l’endomètre…) présentent une altération de l’expression de p16INK4a et/ou de p53 (Kandoth et al., 
2013). La voie p53 est une voie commune à la sénescence et à l’apoptose, toutefois il semblerait que 
ce soit la sénescence qui soit le répresseur majeur de la tumorigenèse (Brady et al., 2011; Liu et al., 
2004). En effet, des souris ayant une mutation du gène p53, rendant impossible l’entrée des cellules 
en apoptose, restent protégées de la tumorigenèse par induction de la sénescence. Ainsi, la 
sénescence est un mécanisme par lequel l’organisme échappe à la croissance tumorale par l’arrêt de 
la prolifération des cellules dont l’ADN est endommagé. 
 
a.2) Rôle dans le développement 
 
L’apoptose est un mécanisme largement relié aux mécanismes de développement et 
d’embryogénèse de l’organisme (Lindsten et al., 2000). Dans la mesure où les processus de 
sénescence et d’apoptose restent relativement proches, l’hypothèse selon laquelle la sénescence 
joue un rôle durant l’embryogenèse a été envisagée. Ainsi, en 2013, Storer et al. démontrent la 
présence transitoire de cellules sénescentes au niveau de la crête ectodermique apicale (SA-gal, 
p21CIP1, p15INK4b) et de la plaque neurale et leur implication lors du développement (Storer et al., 
2013). Ces travaux suggèrent que l'acquisition du SASP et la production de chimiokines par les 
cellules sénescentes favorisent le recrutement des macrophages et contrôlent la clairance des 
cellules sénescentes. La même année, des travaux ont démontré des résultats similaires avec 
l’implication des processus de sénescence dans la formation de l’oreille interne, le sac 
endolymphatique et le mésonéphros (Muñoz-Espín et al., 2013a). Il est intéressant de noter 
qu'aucune de ces deux études n'a rapporté l'induction de l'expression de p16INK4a au cours du 
développement embryonnaire, suggérant une certaine spécificité des voies de sénescence en 
fonction du contexte biologique.  
71 
 
a.3) Rôle dans la cicatrisation 
 
La cicatrisation est un processus favorisant la résolution d’un état d’altération tissulaire qui implique 
des mécanismes immunitaires, de prolifération et de remodelage (Midwood et al., 2004). 
L’implication de la différenciation des fibroblastes en myofibroblastes dans le mécanisme de 
cicatrisation est aujourd’hui largement décrite (Tomasek et al., 2002). Des études démontrent une 
augmentation du nombre de myofibroblastes sénescents à proximité des zones cicatricielles. Cette 
augmentation est directement dépendante de l’expression d’une protéine matricielle CCN1 dans la 
zone cicatricielle. CCN1 favoriserait l’entrée en sénescence des fibroblastes conduisant à une 
repression de l'expression du collagène de type I et, par l'acquisition du SASP, la sécrétion de 
protéines antifibrotiques (MMP1, MMP3) (Jun and Lau, 2010). Dans un contexte cardiaque, le devenir 
sénescent des myofibroblastes permet aussi de limiter le phénomène de fibrose pathologique par 
inhibition de leur prolifération au sein du tissu (Meyer et al., 2016). Plus récemment, l’utilisation d’un 
modèle in vivo de suivi et d’élimination des cellules sénescentes (p16INK4a-3MR) a permis de mettre 
en évidence la présence transitoire de cellules sénescentes dans la zone cicatricielle après lésion de la 
peau et de démontrer que leur élimination rallonge le temps nécessaire à la cicatrisation (Demaria et 
al., 2014). L’acquisition du SASP semble être un critère important via notamment la sécrétion de 
PDGF-AA (platelet-derived growth factor AA), facteur de croissance impliqué dans le remodelage 
cicatriciel, qui favorise la différenciation des myofibroblastes et la granulation des tissus (Demaria et 
al., 2014; Pierce et al., 1991).  
 
b) Aspects délétères 
 
Initialement, et plus de 30 ans après la découverte de Hayflick, des premières études démontrent une 
augmentation du nombre de cellule sénescente dans l’organisme au cours du vieillissement (Dimri 
1995, melk 2003). De plus, une accumulation de cellules présentant plusieurs marqueurs de 
sénescences (p16INK4a, p21CIP1, SA-βG, raccourcissement des télomères) est aussi retrouvée en 
association avec certaines pathologies chroniques associées à l’âge comme les maladies pulmonaires 
(Adnot et al., 2015), cardiovasculaires (Fyhrquist et al., 2013) et métaboliques (Minamino et al., 
2009). Toutefois, le lien direct entre le développement de la pathologie et l’implication des cellules 




b.1) Aspect pro-tumoral 
 
En devenant sénescentes, les cellules acquièrent un SASP qui peut constituer un élément favorisant 
le développement de cancers (Coppé et al., 2010). En effet, les cellules fibroblastiques sénescentes 
peuvent, par exemple, sécréter des facteurs comme l'IL-6 et IL-8 qui favorisent la transition epithelio-
mesenchymateuse (TEM) des cellules épithéliales cancéreuses et augmentent alors leur capacité 
d’invasion à travers la membrane basale (Coppé et al., 2008). De plus, les MMP sécrétées par les 
cellules sénescentes favorisent aussi l’invasion des cellules cancéreuses par dégradation de la matrice 
extra cellulaire (Liu and Hornsby, 2007). Enfin, chez l’homme une étude récente démontre que la 
présence de cellules de Reed-Sternberg sénescentes p21CIP1 et/ou p16INK4a dans les ganglions de 
patients atteints du lymphome de Hodgkin est de mauvais pronostic puisque ces cellules semblent 
plus résistantes aux traitements (Caliò et al., 2015). Des résultats similaires sont obtenus dans l’étude 
de Althubiti, qui démontre que la présence de cellules sénescentes dans le cancer du sein est 
également de mauvais pronostic (Althubiti et al., 2014). 
 
b.2) Rôles dans la survenue de pathologies chroniques 
 
Les premières données proposant le potentiel délétère des cellules sénescentes font suite aux 
travaux s’intéressant à l’étude de la longévité. Initialement, la restriction calorique est restée 
longtemps décrite comme bénéfique contre la survenue des pathologies liées à l’âge et dans 
l’augmentation de l’espérance de vie (Spindler, 2005; Weindruch et al., 1982). Toutefois, les 
mécanismes associés à ce processus de protection sont restés assez peu décrits. Des études 
démontrent aujourd’hui que cette restriction calorique permet de diminuer la quantité de cellules 
sénescentes au sein de l’organisme, via notamment une diminution des processus inflammatoires et 
pro-oxydants (Anton et al., 2013; Wang, 1995). Ainsi, ces résultats permettent de mettre en évidence 
un lien entre le processus de sénescence et le développement des pathologies liées au vieillissement. 
Cependant, ce sont les travaux récents de Baker et al. qui ont clairement démontré le rôle direct de la 
sénescence dans l’apparition des détériorations physiologiques liées à l’âge. En 2011 tout d’abord, 
par l’utilisation d’un modèle de souris présentant un vieillissement accéléré par mutation d’une 
protéine de contrôle du cycle cellulaire (BUBR1), le groupe de van Deursen a démontré une 
diminution de la survenue des pathologies associées au vieillissement accéléré (lordose, obésité, 
cataracte) et une augmentation de l’espérance de vie des souris lorsque les cellules sénescentes sont 
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supprimées par l’utilisation de souris transgéniques exprimant un « gène suicide » (Baker et al., 2011) 
ciblant les cellules p16INK4a positives (INK-ATTAC). Cette stratégie permet, l’expression de la protéine 
de fusion FK-Binding protein-Caspase 8 (FKBP–Casp8) en aval du promoteur murin p16INK4a. Après son 
expression, FKBP–Casp8 est adressé à la membrane de la cellule et sa dimérisation via l’utilisation du 
composé AP20187 permet d’activer la voie caspase 8 et d’induire la mort cellulaire par apoptose 
(Figure 15). Cette étude a clairement démontré le lien étroit qui existe entre la présence de cellules 
sénescentes et la survenue de certaines pathologies associées à l’âge. Ce modèle INK-ATTAC a été 
également utilisé dans le cadre d’un vieillissement physiologique (souris âgées de 20 mois), et a 
permis de montrer que l’élimination des cellules sénescentes (par administration d'AP20187 dès 12 
mois) permet une augmentation de la durée de vie médiane des souris. De plus, la clairance des 
cellules sénescentes préserve la fonction rénale, diminue la perte du tissus adipeux, réduit 
l’hypertrophie des cardiomyocytes et augmente la résistance cardiaque face à un stress ß-
adrénergique aigu (Baker et al., 2016). Cette étude démontre ainsi le rôle des cellules sénescentes 
dans les pathologies rénales, métaboliques mais aussi cardiaques qui apparaissent avec le 
vieillissement. 
 
Il apparait donc aujourd’hui assez clairement que la sénescence joue un rôle particulièrement 
délétère dans la survenue de pathologies associées au vieillissement. D’autre part, de nombreux 
travaux démontrent que le stress cellulaire chronique comme l’obésité, la consommation d’alcool et 
la cigarette favorisent la survenue d’une sénescence pathologique et précoce qui participe 
activement au développement de maladies (Andujar et al., 2017; Birch et al., 2015; Chen et al., 2017; 
Shirakawa et al., 2016). De plus, des travaux très récents, démontrant la présence de cellules 
sénescentes en association de la stéatose hépatique lors du vieillissement chez l’homme, mettent 
aussi en valeur une corrélation entre la quantité de cellules p21CIP1 et la sévérité de la pathologie 
(Ogrodnik et al., 2017). Ces travaux étayent l’hypothèse selon laquelle il serait possible d’évaluer la 
susceptibilité de chaque individu à développer des pathologies liées au vieillissement par 
l’identification et la quantification des cellules sénescentes. Dans cette optique, il reste cependant 
important d’identifier, au préalable, des marqueurs tissu-spécifiques de la sénescence afin de pouvoir 





Figure 15. Modèle INK-ATTAC (d’après Baker et al., 2011) 
 
c) Vers l’émergence de nouvelles thérapies  
 
La mise en évidence d'un rôle délétère de la sénescence dans le développement de pathologies a fait 
naître la volonté de développer de nouvelles stratégies thérapeutiques anti-sénescence (restriction 
calorique, mTOR inhibition by rapamycine) (Longo et al., 2015). Cependant, même si ces approches 
se révèlent efficaces dans une certaine mesure, aucune de ces thérapies n’est spécifiquement 
destinée à l’élimination des cellules sénescentes. Dans cette optique, et très récemment, le concept 
de drogues sénolytiques émergea avec les travaux du groupe de Kirkland. Ils émettent l’hypothèse 
selon laquelle l’inhibition du système de résistance à l’apoptose des cellules sénescentes favoriserait 
leur élimination spécifique. Afin d’identifier les voies moléculaires impliquées dans la survie, les 
auteurs utilisent une approche d’analyse transcriptomique haut débit sur une population de pré-
adipocytes sénescents. Les auteurs ont identifié des mécanismes de résistance à l'apoptose et de 
survie associés aux voies de signalisation impliquant Ephrin et la PI3K. Par la suite, l’utilisation d’une 
association de composés, que sont le Dasatinib (D, inhibiteur d'Ephrin) et la Quercétin (Q, inhibiteur 
des PI3K) a permis d’éliminer spécifiquement les cellules sénescentes (Zhu et al., 2015). Par ailleurs, 
l’utilisation des composés D+Q in vivo sur des souris âgées permet notamment d’améliorer la 
fonction cardiaque, d’augmenter la durée de vie et de réduire les signes de fragilités associés au 
vieillissement. Très récemment, une étude a aussi démontré l’efficacité des molécules D+Q dans le 
traitement de la fibrose pulmonaire idiopathique (Schafer et al., 2017). Ces travaux précurseurs ont 
permis de stimuler la recherche dans l’identification et l’utilisation de nouvelles drogues permettant 
d’induire spécifiquement la mort des cellules sénescentes. Ces dernières années ont ainsi été 
ponctuées par l’émergence de nouveaux composés sénolytiques. Le Navitoclax, qui est un inhibiteur 
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de la voie BCL-2 (anti-apoptotique), permet par exemple d’induire préférentiellement la mort des 
cellules endothéliales sénescentes (Zhu et al., 2016). Encore plus récemment, le Panobinostat, qui est 
un inhibiteur des histones désacétylases (HDAC), permet une élimination préférentielle des cellules 
pulmonaires sénescentes (Samaraweera et al., 2017). Ainsi, même si, à l'heure actuelle, les effets 
secondaires de ces stratégies thérapeutiques innovantes ne sont pas clairement identifiés, elles 
restent très encourageantes et fortement associées à une volonté de dynamiser ce secteur de 
recherche qui est aujourd’hui en pleine expansion (Childs et al., 2017; Kirkland et al., 2017). 
Cependant, en dépit de résultats très prometteurs, il est important de noter que l’efficacité des 
drogues sénolytiques est variable en fonction du type cellulaire sénescent. L’association Dasatinib + 
Quercétine semble inefficace sur les cellules endothéliales, alors que le Navitoclax quant à lui est sans 
effet sur les pré-adipocytes. Cette variabilité suggère qu’il n’est pas possible d’universaliser la 
complexité du phénotype sénescent à toutes les cellules de l’organisme. Dans l’optique de mieux 
comprendre la fonction biologique des cellules sénescentes, il apparait donc important de considérer 
que chaque type cellulaire étudié possède une signature moléculaire qui lui est propre. 
 
De plus, de façon très intéressante, dans les deux contextes d’élimination globale des cellules 
sénescentes, que ce soit par stratégie gène suicide ou par traitement sénolytique, l’altération de la 
fonction cardiaque, normalement observée au cours du vieillissement, est atténuée. Cependant, 
même si ces travaux suggèrent la présence d’un processus de sénescence dans le compartiment 
cardiaque, ils ne permettent pas de statuer quant à l’implication du processus de sénescence 
spécifiquement au sein des cardiomyocytes. Ainsi, il apparait important de caractériser les 
mécanismes de sénescence associés à la sénescence des cardiomyocytes afin d’identifier son rôle 





IV-La sénescence des cardiomyocytes ? 
 
1- Les cardiomyocytes du cœur âgé 
 
Le cœur est constitué de deux composantes cellulaires, le parenchyme, composé des cardiomyocytes 
et des cellules cardionectrices, et le stroma cardiaque constitué par les cellules non-
cardiomyocytaires telles que les fibroblastes, les cellules immunitaires résidentes, les cellules 
endothéliales et progénitrices. Les cardiomyocytes, qui sont des cellules de taille conséquente 
(environ 100 μm de long) représentent environ 75% de la masse cardiaque. Cependant, compte tenu 
de leur taille, on ne retrouve qu’environ 45 % de ces cellules dans le cœur. Les 65 % restant 
constituent la composante stromale du cœur (Nag, 1980). Les différents types cellulaires qui 
composent le cœur possèdent un rôle bien distinct dans la physiologie cardiaque. Les cardiomyocytes 
sont les cellules contractiles qui assurent la contraction et la relaxation du cœur afin de permettre 
l’éjection du sang. Les cellules stromales, quant à elles, participent à l’homéostasie tissulaire par le 
maintien de la structure tissulaire via la production de matrice extracellulaire, par l’apport des 
nutriments et l’oxygénation tissulaire et jouerait un rôle important vis-à-vis des agressions tissulaires 
grâces aux cellules immunitaires résidentes et aux cellules progénitrices qui permettent l’auto-
renouvellement des cellules du stroma cardiaque (fibroblastes, cellules endothéliales) (Choi et al., 
2010). Par ailleurs, le cœur est un organe qui ne possède pas de capacités de régénération et de 
réparation suffisantes en cas d’atteintes tissulaires. Historiquement, les cardiomyocytes ont 
longtemps été décrits comme des cellules post-mitotiques de par leur incapacité, à l’âge adulte, à se 
diviser. Cependant une étude menée en 2009 a démontré une faible capacité d’auto-renouvellement 
des cardiomyocytes via une analyse de l’intégration du carbone 14 au sein de ces cellules (Bergmann 
et al., 2009). Ce renouvellement reste toutefois très faible puisqu’il est de l’ordre de 1% par an à l’âge 
de 25 ans et de 0.45% après 75 ans. Ainsi, au cours de la vie il est estimé que seulement 50% des 
cellules cardiaques seront renouvelées. Encore plus récemment, le suivi du devenir des 
cardiomyocytes dans le temps par une technique d’imagerie par spectrométrie de masse a permis de 
démontrer des résultats similaires chez la souris (Senyo et al., 2013). Ces études ont révélé la 
capacité intrinsèque des cardiomyocytes à se diviser, cependant ce mécanisme n’est que très 
faiblement actif et ne permet pas une régénération cardiaque suffisante dans le cœur adulte. Par 
ailleurs, la théorie selon laquelle les cellules progénitrices sont une source de cardiomyocytes après 
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différenciation (Beltrami et al., 2003) reste aujourd’hui remise en question (Senyo et al., 2013; 
Sultana et al., 2015). Le cœur est donc un organe post-mitotique fragile qui sera donc directement 
impacté par le vieillissement de l’organisme.  
a) Hypertrophie des cardiomyocytes 
 
En dépit d’une incapacité à se régénérer, le cœur reste un organe adaptatif. En effet, avec l’âge il est 
observé un épaississement des parois du ventricule gauche (Lakatta and Levy, 2003) (Figure 16). 
Cette modification structurale est la résultante de l’hypertrophie des cardiomyocytes qui composent 
le ventricule gauche. L’hypertrophie des cardiomyocytes du ventricule est un phénomène 
compensatoire en réponse à la diminution du nombre de cardiomyocytes (Nadal-Ginard et al., 2003) 
et à l’augmentation de la postcharge résultant de la rigidification de la paroi des gros vaisseaux 
(Mistriotis and Andreadis, 2017). Ce phénomène compensatoire permet aux cardiomyocytes restants 
de renforcer leur capacité contractile mais aussi de combler l’espace cellulaire résultant de 
l’élimination des cardiomyocytes apoptotiques. (Uygur and Lee, 2016). Cette augmentation des 
parois ventriculaires se traduit aussi par une diminution du volume de remplissage pouvant être à 
l’origine d’IC (Kattel et al., 2016). Ce processus est observable chez l’homme (Olivetti et al., 1991) et 
dans des modèles animaux comme chez le rongeur (Anversa et al., 1990; Kajstura et al., 1996).  
 
Figure 16. Mesure de l’épaisseur de la paroi postérieure cardiaque (d’après Lakata et Levy 2003) 
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a.1) Caractéristiques moléculaires de l’hypertrophie 
 
L’hypertrophie se caractérise par une réexpression de gènes fœtaux. Parmi eux, on retrouve la chaine 
lourde de myosine (MHC) dont les deux isoformes α et β s’expriment en alternance suivant les stades 
fœtaux et adultes. Cette structure est impliquée dans la contraction du cardiomyocyte. L’isoforme α 
est plus couteuse en énergie mais confère une contraction plus rapide aux cardiomyocytes tandis que 
l’isoforme β, moins couteuse en énergie permet une contraction plus lente (Palmer, 2005). Durant le 
vieillissement chez le rongeur, il est possible d’observer une augmentation d’expression de la β-MHC 
(Carnes et al., 2004; Waspe et al., 1990). Chez l’homme, l’hypertrophie est aussi associée à une 
diminution de l’expression de l’isoforme α-MHC avec la surexpression de l’isoforme β-MHC (Lowes et 
al., 1997). Par ailleurs, lors du processus d’hypertrophie, deux peptides, l’ANP (atrial natriuretic 
peptide) et le BNP (Brain natriuretic peptide) sont synthétisés au niveau des oreillettes et des 
ventricules en réponse à la dilatation et à l’augmentation de la pression intra-cavitaire (Yasue et al., 
1994) dans le but de réduire la volémie et la charge de travail. Le BNP est ainsi utilisé comme un 
marqueur de diagnostic et de suivi de souffrance cardiaque. 
 
a.2) Mécanismes inducteurs de l’hypertrophie 
 
Divers facteurs jouent également un rôle important dans le mécanisme d’hypertrophie des 
cardiomyocytes comme l’angiotensine II, l’activation β-adrénergique, et l’endothéline 1 et 3 (Bupha-
Intr et al., 2012; Huang et al., 2004; Rosenkranz, 2004; Schultz et al., 2002a; Tamamori et al., 1996). 
Enfin, la voie de signalisation mTOR, via l’activation de la S6 kinase (S6K) et l’inhibition de 
« eukaryotic initiation factor 4E binding protein (4E-BP) » est aussi largement associée à 
l’hypertrophie des cardiomyocytes par augmentation de la synthèse protéique (Xu and Brink, 2016). 
 
a.2.1) Le système rénine-angiotensine 
 
La fonction cardiaque est modulée par le système rénine-angiotensine-aldostérone (RAA). Ce 
système, qui est notamment activé en réponse à une diminution de la pression artérielle, permet de 
réguler la pression artérielle et le volume sanguin via l’action de l’aldostérone sur la réabsorption 
rénale de sodium et le rôle vasoconstricteur de l’angiotensine II (Atlas, 2007). Le système RAA, 
79 
 
implique la sécrétion initiale de rénine par les cellules juxtaglomérulaires du rein permettant la 
conversion de l’angiotensinogène en Angiotensine I, elle-même clivée par l’enzyme de conversion de 
l’Angiotensine (ACE) pour générer l’Angiotensine II (Damy et al., 2007). L’angiotensine II exerce ses 
effets biologiques par activation de récepteurs membranaires AT-1 et AT-2. L’angiotensine II stimule 
la sécrétion d’aldostérone par la corticosurrénale. Au niveau du myocarde, l’activation du récepteur 
AT-1 induit des mécanismes d’apoptose, d’hypertrophie et de fibrose. Les niveaux d’angiotensine II 
augmentent de façon significative avec le vieillissement (Dai et al., 2009). De façon très intéressante, 
en 2007, Basso et ses collaborateurs ont montré que l’inhibition du système RAA, via un inhibiteur de 
l’enzyme de conversion ou via le blocage du récepteur AT-1, augmentait l’espérance de vie des 
animaux et diminuait le remodelage cardiaque associé au vieillissement (Basso et al., 2007). De plus, 
il est clairement démontré que le traitement par l’angiotensine-2 provoque un phénotype cardiaque 
comparable à celui rencontré lors du vieillissement (hypertrophie, fibrose) via son effet sur les 
fibroblastes cardiaques et sur le rein (Crowley et al., 2006; Gray et al., 1998; Rosenkranz, 2004). En 
effet, l’angiotensine II favorise notamment la sécrétion de TGF-β pro-fibrosant et d’endothéline-1 
pro-hypertrophique par les fibroblastes qui auront alors une action paracrine sur les cardiomyocytes. 
Enfin, il est décrit que les cardiomyocytes eux-mêmes peuvent être la cible de l’angiotensine II car ils 
expriment les récepteurs AT-1 et AT-2, dont les niveaux augmentent avec le vieillissement (Heymes 
et al., 1998; Paradis et al., 2000). L’angiotensine II est aussi reconnue comme pouvant favoriser la 
genèse de stress oxydant total et mitochondrial qui participe à l’instauration des pathologies 
cardiaques comme l’IC (Dai et al., 2011; Herbert et al., 2008).  
 
a.2.2) Le système β-adrénergique 
 
La contraction cardiaque ainsi que l'hypertrophie des cardiomyocytes sont également régulées par le 
système nerveux sympathique (Lohse et al., 2003; Madamanchi, 2007). Les récepteurs β-
adrénergiques (β1 et β2) sont activés par les catécholamines, une famille de neuromédiateurs 
synthétisés à partir de la tyrosine, comme l’adrénaline et la noradrénaline. Elles sont principalement 
secrétées par les neurones post-ganglionnaires du système nerveux sympathique pour la 
noradrénaline et par la médullosurrénale pour l’adrénaline. La signalisation en aval des récepteurs β-
adrénergiques conduit à une augmentation de l’AMPc à partir d’ATP via des enzymes de type 
adénylate-cyclase. L’AMPc exerce ensuite ses effets via l’activation de la PKA, une protéine kinase qui 
régule l’activation des canaux calciques et donc le couplage excitation-contraction (Najafi et al., 
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2016). Une suractivation de la voie β-adrénergique a également été impliquée dans le mécanisme 
d’hypertrophie des cardiomyocytes (Li et al., 2003b; Zimmer et al., 1995). Cela peut notamment 
s’expliquer par l’action de l’AMPc sur l’activation d’un facteur d’échange appelé EPAC (exchange 
protein directly activated by cAMP) et qui est décrit dans l’hypertrophie des cardiomyocytes (Métrich 
et al., 2008). Lors du vieillissement, il est constaté une augmentation des taux plasmatiques de 
catécholamines en conséquence, notamment, d’une surcharge cardiaque (Esler et al., 1995). Cette 
augmentation des taux circulants a pour conséquence la désensibilisation de la voie β-adrénergique, 
qui se caractérise par une diminution du nombre de récepteurs présents et donc une perte de 
sensibilité chez les personnes âgées (Christou and Seals, 2008; Ferrara et al., 2014). Ce mécanisme 
conduit à une diminution des performances cardiaques favorisant alors la survenue de l’IC. Toutefois, 
de façon paradoxale, l’inhibition de la voie β-adrénergique pourrait aussi être un mécanisme de 
protection contre les pathologies cardiaques. En effet, une inhibition de la voie β-adrénergique par 




L’endothéline (Edn) est un peptide vasoactif pouvant être sécrété sous trois isoformes, Edn1, Edn2 et 
Edn3. Les récepteurs à l’Edn sont présents sous deux formes, ETA et ETB, et l’affinité des différentes 
isoformes de l’Edn pour ces récepteurs est variable. L’Edn1 et l’Edn2 sont très affins pour ETA, alors 
que l’affinité de l’Edn1, Edn2 et Edn3 reste similaire pour le récepteur ETB. En plus d’une affinité 
variable, ces récepteurs sont reliés à une fonction cellulaire différente. ETA favorise la contraction 
cellulaire par mobilisation de Ca2+ via une signalisation dépendante de la phospholipase C, de la 
formation d’inositol triphosphate et l’activation de la voie p38-MAPK (Kerkelä et al., 2011; Ueyama et 
al., 1999). A l’inverse, l’activation de ETB favorise la formation de NO responsable de la relaxation 
cellulaire (Schneider et al., 2007). Chez l’homme les niveaux d’Edn circulants rendent compte de la 
propension à développer une hypertrophie ventriculaire suggérant son rôle dans l’hypertrophie 
cardiaque (Hua et al., 2000) mais il reste important de distinguer le rôle des deux récepteurs ETA et 
ETB. 
 
Activation ETA  
Dans le cœur, c’est le récepteur ETA qui est le plus exprimé à la surface des cardiomyocytes et permet 
un effet inotrope positif (Russell and Molenaar, 2000). D’autre part, une étude démontre que son 
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activation in vitro par traitement à l’Edn1 sur des cardiomyocytes nouveau-nés de rat conduit à la 
sécrétion d’ANP (Leite et al., 1994) mais aussi à l’hypertrophie (Bupha-Intr et al., 2012; Cheng et al., 
2005). Lors du vieillissement l’activation du récepteur ETA joue un rôle non négligeable sur 
l’hypertrophie cardiaque puisqu’il est retrouvé une augmentation de L’Edn1 circulante avec l’âge et 
l’inhibition de l’expression des récepteurs ETA chez la souris (ETAKO) conduit à une protection vis à vis 
de cette hypertrophie. L’activation des récepteurs cardiaque ETA par l’endothéline (1 ou 2) est un 
mécanisme impliqué dans l’hypertrophie des cardiomyocytes avec l’âge (Ceylan-Isik et al., 2013) mais 
de façon indépendante de la voie p38-MAPK (Ueyama et al., 1999). 
Activation ETB 
Les récepteurs ETB sont exprimés aussi bien sur les cardiomyocytes que sur les cellules endothéliales 
cardiaques (Takayanagi et al., 1991). Le rôle de ce récepteur dans les processus hypertrophiques 
reste bien moins décrit, mais une étude démontre l’implication de l’Edn3, qui a une affinité 
spécifique avec ETB, dans ce mécanisme. En effet, le traitement in vitro de cardiomyocytes nouveau-
nés de rat avec de l’Edn3 conduit à leur hypertrophie. De plus, l’activation d’ETB par l’Edn3 favorise 
l’expression de l’Edn1 qui agira alors en synergie autocrine/paracrine dans les mécanismes 
d’hypertrophie (Tamamori et al., 1996). A l’heure actuelle, nous ne disposons pas de données 
concernant l’expression de ce récepteur et de l’Edn3 lors du vieillissement mais cette voie de 
signalisation possède un effet avéré hypertrophiant. 
 
b) La mitochondrie des cardiomyocytes lors du vieillissement 
 
Les cellules cardiaques, et plus particulièrement les cardiomyocytes, ont un besoin important en ATP 
afin d’assurer leur activité contractile et possèdent, par conséquent, une quantité élevée de 
mitochondries. Une altération de la fonction mitochondriale aura donc un impact direct important 
sur la fonction contractile des cardiomyocytes. Lors du vieillissement cardiaque, de nombreuses 
modifications de la fonction mitochondriale au sein des cardiomyocytes ont été observées, telles 
qu’une diminution de son activité métabolique, une augmentation du stress oxydant mitochondrial 
et enfin des modulations structurales (Tocchi et al., 2015). Dans les cardiomyocytes âgés, les 
mitochondries ne présentent pas la même taille, elles sont plus nombreuses et arborent des crêtes 
plus espacées (El’darov et al., 2015; Guilbeau-Frugier, 2012; Tate and Herbener, 1976). Cette 
modification de structure s’explique en partie par une modification des lipides constituant la 
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membrane externe mitochondriale comme la cardiolipine (Lee et al., 2006b) qui est impliquée dans le 
maintien de la structure des crêtes mitochondriales et l’organisation de la CR (Schlame and Ren, 
2009). D’un point de vue fonctionnel, chez le rat âgé, l’activité métabolique assurée par la chaine 
respiratoire est diminuée (Tatarkova et al., 2011). Cela se traduit par une diminution de l’activité des 
complexes, I, III et IV principalement et qui conduit à une augmentation du stress oxydant et de 
l’oxydation des lipides (4-HNE). De plus, la MAO-A qui est retrouvée surexprimée dans les 
cardiomyocytes, chez le rat et la souris âgés, peut jouer un rôle important dans la formation de stress 
oxydant (Guilbeau-Frugier, 2012; Maggiorani et al., 2017). Comme nous avons pu le voir 
précédemment, l’ensemble de ces altérations mitochondriales favorisent un environnement pro-
oxydant ayant un rôle moteur dans l’induction d’un phénotype de sénescence (Bratic and Larsson, 
2013; Chaudhary et al., 2011; Tocchi et al., 2015). 
 
c) Altération de la fonction contractile des cardiomyocytes 
 
Avec le vieillissement, la fonction des cardiomyocytes s’altère. La principale fonction des 
cardiomyocytes est de se contracter, et pour cela, le cardiomyocyte utilise le calcium. Ce dernier, est 
indispensable à la régulation du couplage excitation/contraction des cardiomyocytes permettant de 
convertir le signal électrique (excitation) en force mécanique (contraction) (Bers, 2008; Fearnley et 
al., 2011). En effet, c’est la quantité de calcium intracellulaire qui module la relaxation ou la 
contraction des cardiomyocytes. Initialement, lorsque le cardiomyocyte se dépolarise, suite à la 
propagation du signal électrique cardiaque, le potentiel d’action qui en résulte permet l’ouverture 
des canaux calciques voltage-dépendants de type L (L-Type Ca2+) qui permettent une entrée de 
calcium dans les cardiomyocytes. L’entrée intracellulaire de calcium conduit à l’activation des 
récepteurs du réticulum sarcoplasmique (RS) appelés « ryanodine recetor » (RyR) qui provoque un 
relargage important de calcium stocké au sein de ce RS, ce mécanisme est connu sous le nom de 
« Ca2+-induced Ca2+ release ». Le calcium pourra alors interagir avec la troponin C, et en modifiant sa 
conformation, déplacer la tropomyosine des sites de liaison de l’actine et initier la contraction par 
raccourcissement des myofilaments (actin et myosine). L’activité du RYR peut être régulée par 
différents systèmes de kinases et phosphatases dont la « protein kinase II dépendante de la 
calmoduline » (CaMKII) (Figure 17). Après repolarisation des cardiomyocytes, les canaux calciques se 
referment et la relaxation du cardiomyocyte a lieu grâce à la diminution du calcium intracellulaire. Ce 
processus est notamment induit par transport actif du calcium cytoplasmique vers le RS via des 
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canaux calciques ATP-dépendants (sarco/endoplasmic reticulum Ca2+-ATPase, SERCA). Les canaux 
SERCA sont inhibés par le phospholamban (PNL) et activés par la CaMKII. Le calcium est également 
expulsé de la cellule via les canaux NCX (échangeur Na+-Ca2+) et la « Ca2+-ATPase sarcolemmale ». 
Avec le vieillissement il est observé une altération d’expression de certains acteurs du couplage 
excitation/contraction des cardiomyocytes (Feridooni et al., 2015; Torella et al., 2004). En effet, chez 
des rats âgés, une étude démontre une diminution de l’activité SERCA, qui signe une altération de la 
recapture du calcium par le RS. Il est par ailleurs observé une diminution d’expression et d’activité de 
la CaMKII avec le vieillissement (Xu and Narayanan, 1998). L’âge modifie donc l’homéostasie calcique 
des cardiomyocytes qui peut alors conduire à une altération de la contraction/relaxation de ces 
derniers et à une fibrillation auriculaire (Feridooni et al., 2015). Par ailleurs au sein du nœud sinusal, 
qui est le point de départ du signal de dépolarisation, les cardiomyocytes possèdent un défaut 
d’homéostasie calcique (perte des canaux L-Type Ca2+, et hypertrophie cellulaire) qui altère 




Figure 17 : Homéostasie du cycle calcique (d’aprés Kawase & Hajjar 2008) 
 
d) La présence de cardiomyocytes sénescents ? 
 
Ainsi, avec le vieillissement, le cœur arbore une morphologie tout à fait particulière qui est largement 
associée à des modifications d’ordres cellulaires ( 
Figure 18). On retiendra plus particulièrement, l’hypertrophie et l’altération de la fonction 
mitochondriale et contractile des cardiomyocytes. Toutes ces caractéristiques étant communes à la 
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sénescence, il est possible d’émettre l’hypothèse selon laquelle ces cardiomyocytes sont en 
sénescence. Cette hypothèse est étayée par les travaux portant sur l’élimination des cellules 
sénescentes de l’organisme, par stratégie gène suicide (Baker et al., 2016) ou par utilisation de 
drogues sénolytiques (Zhu et al., 2015) qui conduisent à une amélioration de la fonction cardiaque et 
de l’hypertrophie. Toutefois, à l’heure actuelle, la sénescence au niveau du cœur et plus 
particulièrement au sein des cardiomyocytes reste très faiblement étudiée et décrite. En effet, les 
cardiomyocytes sont des cellules post-mitotiques et de manière générale, les processus associés à la 
mise en place d’un phénotype de sénescence au sein de cellules post-mitotiques ne sont que 
faiblement décrits. 
 
Figure 18. Evolution de l’architecture cardiaque avec l’âge (d’après Biernacka and Frangogiannis, 
2011) 
 
2- Les premiers travaux sur les cardiomyocytes 
 
La théorie selon laquelle les cardiomyocytes peuvent entrer en sénescence n’est pas nouvelle 
puisqu’en 2003 les travaux du groupe de Piero Anversa avaient déjà suggéré cette hypothèse 




En 2003, Chimenti démontre que dans des cœurs de sujets âgés souffrant d’IC une augmentation de 
la taille des cardiomyocytes, l’expression du marqueur p16INK4A et un raccourcissement des télomères 
sont observés. Ces travaux furent étayés en 2004 par l’étude de Torella, qui démontra une 
augmentation de l’expression d’IGF-1 par les cardiomyocytes ainsi qu’une altération de leur 
contractilité. Ces travaux, qui suggèrent la survenue de mécanismes de sénescence au sein de la 
population des cardiomyocytes, soulèvent cependant de nombreuses problématiques : 
 
• Comment expliquer le raccourcissement des télomères au sein des cardiomyocytes, dont 
les capacités de divisions sont faibles (Bergmann et al., 2009). L’hypothèse des auteurs, 
consiste à incriminer les cellules progénitrices c-kit+ qui peuvent se différencier en 
cardiomyocytes. Cependant, l’existence d’un tel type de différenciation est aujourd’hui 
remis en cause (Sultana et al., 2015). 
 
• Dans les travaux de Torella, une diminution de p21CIP1 est observée dans les 
cardiomyocytes âgés, ce qui est paradoxal dans l’induction des processus de sénescence. 
 
• L’analyse de l’expression génique sur les cardiomyocytes est réalisée sur un isolement de 
cardiomyocytes pouvant comporter des cellules stromales et pouvant fausser l’analyse. 
 
3- Des études plus récentes 
 
Plus récemment, en 2008 et 2009, des études menées sur des cardiomyocytes néonataux traités 
(capables de se diviser) avec une dose subtoxique de doxorubicine démontrent qu’ils sont aussi 
capables d’acquérir un phénotype sénescent par expression de p21CIP1, p16INK4a et une activité SA-
βgal (Maejima et al., 2008; Spallarossa et al., 2009). Les mécanismes identifiés dans les 
cardiomyocytes néonataux, qui sont des cellules réplicatives, doivent cependant être validés lors de 
la sénescence post-mitotique des cardiomyocytes. Les travaux de Sahin, en 2011, ont aussi démontré 
qu’une dysfonction télomérique (souris TERT -/-) conduit à une altération de la fonction 
mitochondriale et cardiaque (Sahin et al., 2011). Cependant, il n’est pas possible de savoir si les 
cardiomyocytes sont spécifiquement impliqués. Encore plus récemment, les travaux de Baker ont 
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permis d’apporter de nouvelles informations sur le vieillissement cardiaque (Baker et al., 2016). En 
effet, l’élimination des cellules sénescentes p16INK4a lors du vieillissement permet de diminuer 
l’hypertrophie cardiaque et d’augmenter la résistance du cœur face à un stress aigu. Toutefois, ces 
travaux ne permettent en aucun cas de savoir si ce sont les cellules stromales ou les cardiomyocytes 
qui entrent en sénescence et se retrouvent éliminés avec la construction p16INK4a-ATTAK. 
 
4- La sénescence post-mitotique au sein d’autres cellules 
 
Par la suite d’autre travaux ont étayé l’hypothèse de la sénescence au sein des cellules post-
mitotiques, notamment grâce aux travaux de Minamino en 2008 sur le tissu adipeux et de Jurk en 
2011 sur les neurones (Jurk et al., 2012; Minamino et al., 2009). 
 
c.1) La sénescence des adipocytes 
  
Minamino en 2008 émet l’hypothèse selon laquelle la présence de cellules sénescentes au sein du 
tissu adipeux pourrait favoriser l’insulinorésistance (Minamino et al., 2009). Pour cela, il utilise des 
souris Ay qui, suite à une perturbation du système anorexigène via le peptide agouti, présentent une 
prise de masse corporelle importante associée au développement de diabète. Il est retrouvé une 
augmentation de certains marqueurs de sénescence (Dommages à l’ADN, p53/p21CIP1, SASP et SA-
βGal) au sein du tissu adipeux insulino résistant. Par ailleurs, les auteurs ont aussi démontré le rôle 
inducteur du stress oxydant, mais aussi l’importance de la voie p53 dans la régulation de la résistance 
à l’insuline via l’utilisation de souris p53+/-. 
  
Ces résultats sont particulièrement intéressants puisqu’ils mettent en valeurs de nombreux points 
importants concernant les problématiques actuelles de la sénescence : 
 
• Tout d’abord les auteurs démontrent qu’il est possible de retrouver des cellules sénescentes 
dans un contexte de stress chez des animaux jeunes. Cela confirme l’importance de la SIPS 
dans la physiopathologie et la nécessité de la considérer comme un mécanisme jouant un rôle 




• Les auteurs décrivent une voie de sénescence indépendante de l’expression p16INK4a, illustrant 
la difficulté de choisir les bons marqueurs pour identifier les cellules sénescentes en fonction 
du tissu concerné. 
 
• Par cette étude, les auteurs démontrent le rôle néfaste des cellules sénescentes via une 
action directe sur le métabolisme et la survenue du diabète. C’est un résultat particulièrement 
intéressant puisqu’il permet de clairement démontrer l’aspect délétère que peuvent avoir les 
cellules sénescentes dans un contexte bien particulier. 
• Enfin, la présence de cellules sénescentes a été démontrée au sein de la fraction stromale 
mais aussi dans la fraction riche en adipocytes du tissu adipeux. Ce résultat suggère, pour la 
première fois, la possibilité d’une sénescence au sein de cellules post-mitotiques comme les 
adipocytes. 
 
Cette étude a apporté de nombreuses informations dans le domaine de la senescence (rôle de la 
SIPS, faiblesse des marqueurs) avec comme point important la possibilité de retrouver ce mécanisme 
dans les cellules post-mitotiques. 
 
c.2) La sénescence des neurones 
 
Suite aux travaux de Minamino en 2008, aucune autre étude ne s’est intéressée à la sénescence des 
cellules post-mitotiques. C’est seulement en 2011 que la publication de Jurk a permis d’apporter de 
nouvelles données sur la sénescence post-mitotique. Cette étude, démontre pour la première fois 
l’acquisition d’un phénotype sénescent par les neurones. En effet, lors du vieillissement, il est 
retrouvé l’activation de la DDR, un SASP (IL-6), l’expression de p21CIP1 une activité SA-βgal dans 
plusieurs populations de neurones du cerveau (neurones de Purkinje, du plexus mésentérique, 
corticaux et de l’hippocampe). L’utilisation de souris p21CIP1-KO permet d’atténuer l’expression de 
cette signature de sénescence. Les auteurs de cette étude ont alors défini le phénotype retrouvé 
dans les neurones de souris âgées comme « senescence like phenotype ». Ainsi, cette étude a 
véritablement permis de définir et de démontrer la sénescence comme non spécifique des cellules 




5- Problématiques actuelles concernant la sénescence des 
cardiomyocytes 
 
Plusieurs travaux ont ainsi suggéré l’existence probable d’une sénescence au sein des cellules post-
mitotiques comme les cardiomyocytes. Cependant, aucun élément n’a encore permis d’établir quel 
est le mécanisme inducteur de cette sénescence. De plus, à l’heure actuelle, nous ne disposons 
d’aucun outil suffisant pour l’identification précise de la sénescence au sein de la population des 
cardiomyocytes. Il existe donc à ce jour un réel enjeu dans la compréhension des mécanismes 
inducteurs et les marqueurs moléculaires de la sénescence des cardiomyocytes. Ceci afin de mieux 
comprendre leur biologie globale et leurs rôles dans la survenue de pathologies cardiaques. 
 
V-Conclusion de l’introduction et objectifs 
 
L’évolution croissante de la population est devenue un véritable problème de santé publique. Il est 
en effet crucial de pouvoir maintenir des conditions de vie acceptables pour les personnes 
susceptibles de présenter une perte d’autonomie et le développement de pathologies chroniques. Le 
cœur du sujet âgé présente de nombreuses altérations structurelles et fonctionnelles qui 
prédisposent à la survenue de pathologies. Parmi ces dernières, l’ICFEP reste une problématique 
majeure compte tenu de sa prévalence dans la population âgée, du manque d’efficacité des 
traitements actuels et des comorbidités. La sénescence cellulaire est un processus qui se définit par 
l’acquisition d’un phénotype particulier, notamment caractérisé par un arrêt du cycle cellulaire, 
l’acquisition d’un nouveau sécrétome et des dommages nucléaires. Il est admis aujourd’hui que ce 
processus jouerait un rôle délétère dans la survenue de pathologies chroniques associées au 
vieillissement. De plus, la sénescence cellulaire reste complexe puisque les mécanismes inducteurs 
sont nombreux et les signatures de sénescence sont extrêmement variables d’un organe et d’une 
cellule à l’autre. Il existe un véritable enjeu dans la compréhension des mécanismes inducteurs de 
sénescence et dans l’identification de marqueurs tissu-spécifiques. Cependant, la mise en évidence 
d'une sénescence au niveau cardiaque et plus particulièrement au sein des cardiomyocytes reste 
faiblement décrite. En effet, les cardiomyocytes sont des cellules post-mitotiques et l’étude de la 
sénescence dans ce type cellulaire reste très récente et incomplète. Durant ma thèse, je me suis donc 
89 
 
intéressé à 1) caractériser les mécanismes inducteurs de la sénescence des cardiomyocytes, et plus 
particulièrement le rôle des télomères, et 2) déterminer de nouveaux marqueurs de la sénescence 
spécifique des cardiomyocytes sénescents permettant de les identifier mais aussi de mieux 





Etude 1 : Rôle des dommages aux télomères dans 
l’induction de la sénescence des cardiomyocytes 
Avant-propos 
 
La sénescence, est un processus cellulaire retrouvé associé au vieillissement et son rôle néfaste dans 
la survenue de nombreuses pathologies chroniques est aujourd’hui démontrée (Baker et al., 2016). 
Ce processus est directement induit par des dommages à l’ADN ou aux télomères (Hewitt et al., 
2012) qui conduisent alors à l’acquisition des grandes caractéristiques de la sénescence parmi 
lesquelles l’arrêt du cycle cellulaire, l’hypertrophie, l’acquisition d’un phénotype sécrétoire (SASP) et 
de profondes modifications géniques et fonctionnelles (Campisi and d’Adda di Fagagna, 2007). 
Aujourd’hui, il est aussi démontré le rôle des mitochondries et du stress oxydant dans la survenue 
des dommages aux télomères et la caractérisation de ce mécanisme reste nécessaire à la 
compréhension des processus inducteurs de sénescence. Le cœur est un organe comportant une 
importante population de cellules post-mitotiques, les cardiomyocytes. L’existence de la sénescence 
post-mitotique, de façon générale, et au sein des cardiomyocytes demeure encore débattue et mal 
décrite. De plus, son implication dans la survenue de pathologies cardiaques n’a jamais été 
clairement démontrée. Ainsi, une meilleure caractérisation des mécanismes inducteurs et 
l’identification des grandes caractéristiques de la sénescence des cardiomyocytes pourraient 
apporter de nouveaux éléments importants dans la lutte contre les pathologies cardiaques liées à 
l’âge. Dans cette optique, et en collaboration avec le laboratoire du Dr Joao Passos à New-Castle en 
Angleterre (Institut for Ageing), nous avons voulu confirmer que le processus de sénescence peut 
être retrouvé au sein de la population des cardiomyocytes. Par ailleurs, nous avons aussi étudié le 
rôle joué par les télomères et les mitochondries dans l’acquisition du profil sénescent.  
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Ageing is the biggest risk factor for cardiovascular health and is associated with increased incidence 
of cardiovascular disease. Cellular senescence, a process driven in part by telomere shortening, has 
been implicated in age-related cardiac dysfunction. However, the role of cellular senescence and its 
underlying mechanisms in slowly dividing/post-mitotic cardiomyocytes is not understood. 
Here, we show that during ageing, human and murine cardiomyocytes acquire a senescent-like 
phenotype characterised by persistent DNA damage at telomere regions that can be driven by 
mitochondrial dysfunction, and that occurs independently of cell-division, telomere length, and 
telomerase activity. Telomere damage in cardiomyocytes activates the classical senescence-inducing 
pathways, p21CIP and p16INK4a, but not a typical senescence-associated secretory phenotype (SASP). 
Crucially, clearance of p16INK4a-positive senescent cells in mice alleviates myocardial hypertrophy, a 
detrimental feature of cardiac ageing. Our data demonstrate a key role for telomeres in senescence, 




The role of cellular senescence in tissue maintenance, repair, and ageing is currently a rapidly 
evolving area of research under intense focus. Cellular senescence is classically defined as an 
irreversible loss of division potential of mitotic cells, often accompanied by a senescence-associated 
secretory phenotype (SASP). Whilst senescence can be detrimental during the ageing process, it has 
also been implicated in fundamental biological processes such as tumour suppression, embryonic 
development, and tissue repair1. 
Telomere shortening has been proposed as a major inducer of senescence2. Telomeres are repetitive 
sequences of DNA, associated with a number of proteins, which form a complex known as shelterin3 
that facilitates formation of a lariat-like structure to shield the exposed end of DNA4, thus serving to 
protect the ends of chromosomes from being recognised as DNA damage5. The current dogma of 
telomere biology suggests that telomere shortening with each successive cell division eventually 
disrupts the protective cap, leading to a sustained DNA-damage response (DDR) and activation of the 
senescence programme4. This hypothesis may explain age-related degeneration of tissues maintained 
by constant contribution of stem cell pools, such as the skin and hematopoietic systems; however, it 
is insufficient to explain how senescence contributes to ageing in primarily post-mitotic tissues such 
as the heart. 
Heart failure is a common disease of the elderly. Distinct physiological and molecular changes occur 
in the normal heart with ageing, including cardiomyocyte hypertrophy, which is associated with 
myocardial dysfunction and progression to clinical heart failure6. Critically short telomeres, induced 
by breeding of multiple generations of mice lacking the catalytic subunit of telomerase, Terc, leads to 
cardiac dysfunction and myocardial remodelling7. However, this may not reflect normal physiological 
myocardial ageing, especially considering that the majority of cardiomyocytes withdraw from the cell 
cycle shortly after birth and cardiomyocyte turnover rates in both humans and mice are extremely 
low8-10, suggesting low rates of telomere shortening throughout life. However, we and others have 
reported telomere damage irrespectively of length during stress-induced senescence. Therefore, we 
investigated if this phenomenon occurs in cardiomyocytes and whether it contributes to the ageing 
of the heart. 
Here, we demonstrate for the first time that a cardiomyocyte senescence-like phenotype is a feature 
of normal physiological human and rodent ageing and provide a novel mechanistic model by which 
senescence occurs in slowly dividing/post-mitotic tissues. Persistent DNA damage foci, which co-
localize with telomere regions, increase specifically in cardiomyocytes with age independently of 
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telomere length, telomerase activity, or DNA replication and can be induced by mitochondrial 
dysfunction in vitro and in vivo. Global gene expression analysis of a highly purified population of 
cardiomyocytes isolated from young and old mice indicates activation of classical senescence growth 
arrest pathways, but no induction of a typical Senescence-Associated Secretory Phenotype (SASP) 
signature. Furthermore, specific induction of length-independent telomere dysfunction in 
cardiomyoblasts induces several senescence markers, including hypertrophy, which importantly is 
also associated with cardiomyocyte senescence in vivo. Finally, we demonstrate that suicide gene-
mediated ablation of p16Ink4a expressing senescent cells and treatment with the senolytic drug, 
navitoclax11, reduces both cardiomyocytes containing dysfunctional telomeres and cardiac 
hypertrophy in aged mice. 
 
Results 
Length-independent telomere damage in aged cardiomyocytes in vivo 
Previously, we defined a novel mechanism of cellular senescence via the induction of irreparable 
telomere damage that occurs in the absence of telomere shortening12. These data led us to 
hypothesise that this form of telomere damage could be the process by which senescence occurs in 
post-mitotic, or slowly dividing cells, which are not subject to proliferation-associated telomere 
shortening. We therefore investigated telomere dysfunction in adult mice throughout ageing by using 
dual Immuno-FISH to quantify co-localisation between DDR protein γH2A.X and telomeres, hereafter 
referred to as Telomere-Associated Foci (TAF). Given the well-reported technical difficulties 
identifying cardiomyocytes by immunofluorescence, we detected TAF in combination with 
cardiomyocyte specific markers, such as the sarcomeric protein α-actinin, troponin C (Figure 1 a), and 
the perinuclear protein PCM113 (Extended Figure 1 a, b). 
We found that the mean number TAF per cardiomyocyte and the total percentage of cardiomyocytes 
containing TAF increased significantly with age in both mouse and human hearts (Figure 1 a & b and 
Extended data Figure 1a). In contrast, the number of γH2A.X foci not co-localising with telomeres 
(non-TAF) did not change with age and were detected in almost all adult cardiomyocytes irrespective 
of age (Figure 1c). Interestingly, cardiomyocytes from old animals contained a significantly higher 
number of TAF than other cardiac cell-types (Extended data Figure 1b), suggesting that telomere 
dysfunction is a predominant feature of myocardial ageing. To further confirm the localisation of a 
DDR at telomeres, we performed chromatin immunoprecipitation (ChIP) on cross-linked chromatin 
from heart tissue, using an antibody against γH2A.X followed by quantitative real-time PCR for 
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telomeric repeats. We found enrichment of γH2A.X at telomeres in 30 month compared to 3 month 
old mice (Figure 1d). 
 
Figure 1. Length-independent telomere damage in aged mouse cardiomyocytes.  
(a) Representative images of γH2AX immuno-FISH in troponin-C/α-actinin- (top left and bottom left panels respectively) 
positive mouse cardiomyocytes (white – troponin-C/α-actinin; red – telo-FISH; green – γH2AX). Images are Z-projections 
of 0.1μM stacks taken with a 100x oil objective. Scale bar: 10μM. Right panels represent a single Z-plane where co-
localisation between a γH2AX foci and telomere was observed. (b) Mean number of TAF (top) and mean percentage of 
TAF-positive nuclei (bottom) in α-actinin positive cardiomyocytes from C57BL/6 mice. Data are mean ± SEM of n=4-7 mice 
per age group. 102-155 α-actinin positive cardiomyocytes were quantified per age group. Statistical analysis performed 
using One Way ANOVA (Holm-Sidak method); * P<0.05. (c) Mean number of non-TAF (top) and mean percentage of non-
TAF-positive nuclei (bottom) in α-actinin positive cardiomyocytes from C57BL/6 mice. Data are mean ± SEM of n=4-7 mice 
per age group. 102-155 α-actinin positive cardiomyocytes were quantified per age group. Statistical analysis performed 
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using One Way ANOVA; * P<0.05. (d) Fold enrichment of γH2AX at telomere repeats by real-time PCR. Graph represents 
fold enrichment of γH2AX at telomeric repeats between IgG control, 3 and 30 month whole mouse hearts; Data are mean 
± SEM of n=3 mice per age group.(e) Quantitative PCR-ELISA TRAP assay comparing telomerase activity of 3 and 30 month 
old C57BL/6 mice whole heart lysates. Data are mean ± SEM of n=4 mice per age group. Two-tailed t-test revealed no 
statistical significant differences. (f) Representative images of conventional confocal versus STED microscopy for 
detection of telomeres by FISH. Comparison between average number of telomere detectable per cell (left graph) and 
mean telomere area (right graph) in mouse cardiomyocytes, detected by either standard confocal or STED microscopy. 
Data are represented as the mean for each measurement, with the horizontal line representing the group mean. (g) (Left) 
Representative image of immuno-FISH using STED microscopy for γH2A.X and telomeres in cardiomyocytes from 30 
month old mice; (right) Histograms representing qFISH analysis comparing individual telomere length either co-localising 
(TAF) or not co-localising (non-TAF) with γH2AX DDR foci in mouse cardiomyocytes. A total of 200 cardiomyocytes were 





Although the majority of the cardiomyocytes in the adult heart are considered post-mitotic, the adult 
heart retains limited but measurable potential for cardiomyocyte proliferation8,10. We next 
investigated if increased TAF was the outcome of telomere shortening driven by replication and/or 
impaired telomerase activity. Having first observed that telomerase activity was not affected by 
mouse age (Figure 1e), we found a reduction of 17% in telomere FISH signal when comparing 4m to 
30m old mice. However, the median telomere FISH signal detected in old wild-type (30 month old) 
mice was comparatively higher than that found in 4th generation TERC-/- (G4) (Extended data Figure 1 
d). 
To determine if the shortest telomeres were the ones signalling a DDR, we used super-resolution 
stimulated emission depletion microscopy (STED) to accurately detect telomere length by Q-FISH in 
cardiomyocytes. Using STED, we could detect telomere signals substantially below the diffraction 
limit of ∼260 nm. This was evidenced by an increased number of telomeres detected per 
cardiomyocyte, as well as decreased individual telomere area when compared to confocal 
microscopy (Figure 1f). STED microscopy also revealed the existence of clusters of telomeres with 
varying lengths, which would otherwise be identified as single telomere signals by confocal 
microscopy (Figure 1f). 
We then proceeded to analyse telomere length by Q-FISH in cardiomyocytes from old mice using 
STED. We analysed the telomere length at telomeres co-localising with a DDR (TAF) and those not co-
localising with a DDR (non-TAF) in 30 month old mice (Figure 1g) and human hearts (Extended data 
Figure 1c). We found no significant difference in the length of TAF+ and TAF- telomeres in either 30 
month old mouse or human cardiomyocytes (Figure 1g and Extended Data Figure 1d), indicating that 
in cardiomyocytes, TAF occur independently of telomere shortening. Based on these analyses, we 
conclude that the initial observation of length-independent telomere-associated DNA damage is not 
due to the limitations of conventional confocal microscopy and that the shortest telomeres (which 
can only be detected by STED) are not preferentially signalling a DDR. While cardiomyocyte 
proliferation is considered to be negligible in adult humans and mice, it is possible that TAF may be 
the outcome of a small fraction of dividing cardiomyocytes. To further ascertain if age-associated 
accumulation of TAF is linked to cardiomyocyte proliferation and turnover during ageing, we analysed 
our data in a mathematical model of a cardiomyocyte population over 27 months of a mouse 
lifespan. Our simulations reveal that, even considering relatively high estimates of cardiomyocyte cell 
division rates (4-15%), proliferation still cannot account for the rate of the age-dependent increase in 
TAF. Rather, if we assume that proliferation plays no role in the TAF increase with age and that TAF 
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are generated in non-dividing cells, there is a high degree of correlation between the model and our 
experimental data (Extended Data Figure 1e). 
Uncapping of telomeres has also been suggested as a possible mechanism for the induction of a DDR 
at telomeres. For instance, in a mouse model of telomere dysfunction, mdx4cv/mTRG2, reduced 
expression of shelterin components Tpp1, Polt1a, and Pot1b was suggested to result in increased 
telomere erosion in cardiomyocytes14. In contrast, we found no significant differences in expression 
of any shelterin components in cardiomyocytes isolated from young and old wild-type mice 
(Extended Data Figure 2a). Similarly, we observed no significant difference in the abundance of TRF2 
(an essential component of t-loop formation) in either TAF or non-TAF in human cardiomyocytes in 
vivo (Extended Data Figure 2b). Altogether, our data support the notion that TAF increase with age in 
cardiomyocytes and this occurs as a result of a process that is independent of cell proliferation and 
linked to neither telomere shortening nor overt alteration of telomere regulatory factors, such as 
shelterin components and telomerase. Having shown the phenomenon of telomere dysfunction 
occurring in cardiomyocytes in vivo, we also found an age-dependent increase in TAF (but not non-
TAF), in other post-mitotic cells such as skeletal muscle myocytes and hippocampal neurons, which 
indicates the widespread nature of this phenomenon (Extended Data Figure 3). 
 
Telomere Damage is Persistent in Cardiomyocytes 
Our previous work demonstrated that stress-exposure leads to activation of a persistent DDR at 
telomeric regions12,15. In order to investigate the kinetics and nature of the DDR in cardiomyocytes, 
we utilised different in vitro models. We first identified that exposure to X-ray radiation (10Gy) 
resulted in both Telomere-Associated Foci (TAF) and non-Telomere Associated DNA damage Foci 
(non-TAF) in mouse embryonic cardiomyocytes positive for Troponin and PCM1 (Figure 2a & b and 
Extended Data Figure 4a). However, only TAF were persistent, with non-TAF number becoming 
significantly reduced with time (Figure 2c). These data suggest that the majority of genomic DNA 
damage in cardiomyocytes is reparable and only telomeric DNA damage is irreparable and persistent. 
Cultures of cardiomyoblasts were used to validate the above observation (Extended Data Figure 4b & 
c) and allow real-time visualization of DNA repair. Three days subsequent to X-ray irradiation, we 
monitored DDR using a 53BP1-GFP fusion protein16 and time-lapse microscopy (Figure 2d). Over a 10 
hour time-course, the majority of individual DDR foci could be seen to be rapidly resolved with only 
approximately 20% of the original DNA damage foci persisting throughout the time course (Figure 
2e). Subsequent analysis of end-point TAF demonstrated the fraction of unresolved DNA damage was 
consistent with TAF numbers at this time point (Extended Data Figure 4c). 
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Double strand breaks can arise in telomeres due to replication errors when replication forks 
encounter single strand breaks. In fact, telomere repeats have been shown to be sensitive to 
replication stress and induce a DDR17. As the cardiomyoblasts retain their proliferative potential in 
culture, which is not reflective of the reported behaviour of adult cardiomyocytes in vivo10, we sought 
to ascertain if TAF could be induced in the absence of cell division. In order to test this hypothesis, we 
pre-incubated cardiomyoblasts with EdU for 3 hours and subjected them to either irradiation (10Gy) 
or 10µM H2O2 followed by 24 hours recovery in the presence of EdU. We found that the mean 
number of TAF was significantly increased in cells, which did not incorporate EdU following exposure 
to stressors (Figure 2f) indicating that TAF can be induced in the absence of DNA replication. We 
further isolated and cultured adult mice cardiomyocytes and exposed them to 5µM H2O2. 
We observed that the mean number of TAF was significantly increased after treatment (Figure 2g and 
Extended Data Figure 4d). Furthermore, we did not find evidence that the shortest telomeres were 
being specifically targeted by stressors. In fact, EdU-negative irradiated cardiomyoblasts had a slightly 
higher median telomere length in damaged telomeres (TAF) compared to telomeres that did not co-
localise with γH2A.X (non-TAF), however, such a difference was not found in adult murine 
cardiomyocytes treated with H2O2 (Figure 2h). To determine if persistent TAF could also be induced 
in adult cardiomyocytes in vivo, we exposed young mice to a whole-body dose of 2Gy X-ray 
irradiation and measured the level of TAF in cardiomyocytes after 11 months recovery. Both the 





Figure 2 Stress-induced Telomere-Associated Damage is Persistent and occurs irrespectively of cell 
division. 
(a) Representative images of mouse embryonic cardiomyocytes at days 0, 3, 5 and 10 days following 10Gy X-irradiation. 
Left panels represent troponin I-positive embryonic cardiomyocytes (troponin I – magenta; DAPI - light blue). Middle 
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panels display γH2AX foci (green) and telomeres (red) in Z projections of 0.1µM slices, with white arrows indicating co-
localisation. Co-localising foci are amplified in the right-hand panels (amplified images represent a single Z-plane where 
co-localisation was observed). (b) Mean number of both TAF and non-TAF in troponin I-positive mouse embryonic 
cardiomyocytes at days 0, 3, 5 and 10 following 10Gy X-irradiation. Data are mean ±S.E.M of n=3 independent 
experiments; 30-50 troponin positive cardiomyocytes were analysed per experiment. Statistical analysis performed using 
One-Way ANOVA (Holm-Sidak method); * P<0.05. Significant differences were found for mean number of non TAF, but 
not for mean number of TAF. (c) Mean percentage of γH2AX foci co-localising with telomeres (% TAF) in troponin I-
positive mouse embryonic cardiomyocytes at days 0, 3, 5 and 10 following 10Gy X-irradiation. Data are mean ±SEM of n=3 
independent experiments. Statistical analysis performed using One-Way ANOVA (Holm-Sidak method); * P<0.05 (d) 
Representative time-lapse images of H9C2 rat cardiomyoblasts expressing AcGFP-53BP1 from 3 days after 10Gy 
irradiation at the indicated times (mins). Images are maximum intensity projections with a 6.7µM focal depth. (e) Kaplan-
Meyer survival curves for AcGFP-53BP1c DDR foci in H9C2 cells 3 days after 10Gy irradiation at 10 minute intervals for 24 
hours. >500 foci from 10 cells were tracked per condition. Gehan-Breslow Test was used P<0.001. (f) Schematic 
illustration depicting H9C2 cells were incubated in 10µM EdU in normal growth medium for 3 hours, followed by either 
10Gy X-irradiation or incubation with 10μM H2O2 and cultured for a further 24 hours in the presence of 10µM EdU in 
normal growth medium. Mean number of TAF in EdU positive cells following X-irradiation (left graph) or H2O2 (right 
graph). Data are mean ± SEM of n=3 independent experiments. 50 cells were analysed per experiment. Statistical analysis 
performed using two-tailed t test; * P<0.05. (g) Mean number of TAF in isolated mouse adult cardiomyocytes 24hr after 
treatment with 5μM H2O2. Data are mean ± SEM of adult cardiomyocytes isolated from 3 month-old C57BL/6 wild-type 
mice. Statistical analysis performed using two-tailed t test; * P<0.05. (h) Histograms representing qFISH analysis 
comparing individual telomere intensities of telomeres either co-localising (TAF) or not co-localising (non-TAF) with 
γH2AX DDR foci in 10Gy irradiated EdU-negative H9C2 cardiomyoblasts (left graph) or 5μM H2O2 treated mouse adult 
cardiomyocytes from 3 month-old C57BL/6 wild-type mice (n=3 mice). More than 100 cells were analysed per 
experiment. Statistical analysis performed using Mann Whitney test. (i) Schematic illustration showing 1 month old 
C57BL/6 mice were treated with 2Gy whole body X-irradiation, followed by a recovery period of 11 months before culling 
at 12 months of age. Mean number of TAF in α-actinin positive cardiomyocytes. Data are mean ± SEM of n=3 mice per 
group. 90 -actinin positive cardiomyocytes were quantified per condition. Statistical analysis performed using two-tailed 





Telomere-specific DNA Damage Drives a Senescent-like Phenotype 
Having demonstrated that TAF increase with age and can be induced due to stress, we then tested if 
telomere-specific damage could directly drive a senescent-like phenotype in the cardiomyocyte 
lineage. To this end, we transfected cardiomyoblasts with an endonuclease that specially targets 
telomeres (a TRF1-FokI fusion protein18). Following 5 days of culture, numerous DNA damage foci 
were observed with the significant majority of damage co-localising with telomeres (Figure 3a & b). 
Telomeres were targeted by the endonuclease irrespective of their length, similarly to what was 
observed with spontaneous TAF formation in vivo (Figure 3c). De novo TAF formation induced a 
senescent phenotype in cardiomyoblasts characterised by, in addition to TAF, a significant decrease 
in the proliferation marker Ki-67, upregulation of the cyclin-dependent kinase inhibitor p21 and SA-β-
Gal activity, as well as increased cellular hypertrophy (Figure 3d & e). These data show that length 





Figure 3 TRF1-FokI Fusion Protein Induces Telomere Specific Double Strand Breaks and senescence 
in cardiomyoblasts. 
(a) Representative images of H9C2 cardiomyoblasts 4 days following transfection with a FLAG-tagged TRF1-FokI-D450A 
(top row) or TRF1-FokI (middle and bottom row) fusion protein (cell treatments the same for all subsequent panels in 
figure) (purple – FLAG; red – telo-FISH; green – γH2A.X/53BP1). Images are z-projections of 0.1µM stacks taken with 100X 
objective. White arrows indicate co-localisation between telomeres and γH2A.X/53BP1, with co-localising foci amplified in 
the right panels (taken from single z-planes where co-localisation was found). Scale bar represents 25µm. (b) Percentage 
of γH2A.X (left) or 53BP1 (right) foci co-localising with telomeres. Data are mean ± SEM of n=3 independent experiments. 
More than 50 cells were analysed per condition. Statistical analysis was performed by two-tailed t-test * P<0.05. (c) 
Histograms displaying telomere intensity for telomeres co-localising (bottom) or not co-localising (top) with γH2AX (left) 
or 53BP1 (right) DDR foci. Red dotted lines represent median. Statistical analysis performed using two tailed t test; * 
P<0.05; More than 50 cells were analysed per condition. Mann-Whitney tests show no significant difference in telomere 
intensity between TAF and non-TAF, with either γH2A.X (left) or 53BP1 (right) DDR foci. (d) Representative images of 
detection of senescent markers (purple – FLAG; red – Ki-67; light blue – DAPI; darker cytoplasmic blue – SA-β-Gal). Scale 
bar represents 100µm. (e) Mean percentage of FLAG-positive cells positive for Ki-67, p21, SA-β-Gal activity and cell size. 
Data are mean ± SEM of n=3 independent experiments. More than 100 cells were quantified per condition. For SA-β-Gal 
data are presented as mean of >100 cells representative of 1 experiment. Two additional independent experiments 




Aged cardiomyocytes activate senescent pathways but not a typical SASP. 
Within the heart, cardiomyocytes comprise only approximately 30% of the total cells19. To overcome 
this heterogeneity and obtain an accurate representation of the cardiomyocyte transcriptome during 
ageing, we devised a new method for isolation of an enriched population of cardiomyocytes. In short, 
we conducted a retrograde Langendorff perfusion for dissociation of cardiomyocytes, followed by 
removal of CD31+/CD45+/ScaI+ interstitial cells via magnetic bead sorting (Figure 4a). This method 
allowed us to obtain a highly enriched cardiomyocyte population (Extended Data Figure 5a). qRT-PCR 
quantification of mRNAs encoding the cyclin-dependent kinase inhibitors p16INK4a, p21CIP, and p15INK4b 
in 3 and 20 month old animals demonstrated an age-dependent increase in expression of all three 
genes (Figure 4b). Immunohistochemistry on tissue sections from ageing mice validated the increase 
of p21Cip at the protein level, specifically in cardiomyocytes (Figure 4c). Furthermore, we detected 
increased activity of Senescence-associated-β-Galactosidase (SA-β-Gal) in old mice (Figure 4d). While 
SA-β-Gal positivity was rare, we could detect it in cardiomyocytes but no other cell-types from old 
mice. We also observed in cardiomyocytes by centromere FISH an age-dependent increase of 
Senescence-associated distension of satellites (SADS), a characteristic of senescence20 (Figure 4e). 
Global transcription analysis of cardiomyocyte populations isolated from 5 young (3 month old) and 5 
old (20 month old) animals by RNA-sequencing revealed 416 genes to be significantly differentially 
expressed between young and old (Extended Data Figure 5b). Principal component analysis revealed 
that both cohorts separate well with the first and second components, accounting for 80.1% and 
7.8% of the cumulative variance across the data-set. 
Consistent with very low proliferation rates in cardiomyocytes in vivo, we did not observe any 
significant changes in the expression of proliferation genes (Extended Data Figure 5d). On the other 
hand, genes involved in the regulation of myofilaments, contraction, and cardiomyocyte hypertrophy 
were enriched in old mice (Myh7, Capn3, Ankrd1, Myom3, Myot, Mybpc2) (Extended Data Figure 
5e). 
Interestingly, pro-inflammatory genes associated with the SASP21 such as Il1a, Il1b, Il6, Cxcl1 and 
Cxcl2 were not differentially expressed between cardiomyocytes from young and aged animals 
(Figure 4f). In order to determine if SASP factors were secreted by cardiomyocytes, we collected 
conditioned medium from isolated cardiomyocytes from young and old mice. In accordance with the 
RNA-seq results, we did not find any significant differences in the levels of secreted proteins using a 
cytokine array that included 32 pro-inflammatory cytokines and growth factors previously reported in 





Our data are in contrast with a previous report that shows increased expression of SASP components 
in murine heart with age using whole heart homogenates22. We therefore compared the expression 
previously reported SASP components in non-purified and purified cardiomyocyte populations. 
Consistently, we found that following a simple Langendorff heart perfusion that collects a 
heterogeneous population of cardiomyocytes and stromal cells, we observed significant differences 
in expression of SASP components such as Il-6 and Cxcl1 between young and old mice (Extended 
Figure 6a). However the population of purified cardiomyocytes demonstrated no such differences, 
suggesting that other cell-types other than cardiomyocytes could explain previous observations 
(Extended Figure 6a). Interestingly, we found that 3 secreted proteins, not commonly categorised as 
SASP components, were significantly increased at the mRNA level in aged purified cardiomyocytes: 
Edn3, Tgfb2, and Gdf15. Of these, only Edn3 was increased exclusively in aged cardiomyocytes, 
suggesting that it may play an important role in cardiac ageing (Extended Figure 6 b-d). The SASP has 
been shown to impact on proliferation of neighbouring cells, ultimately inducing senescence23. 
Consistently, we found that conditioned medium isolated from old adult cardiomyocytes reduced 
proliferation of young adult fibroblasts (measured by EdU incorporation) (Extended Figure 6e).We 
conclude that aged cardiomyocytes in vivo activate a number of senescent effector pathways, 




Figure 4 Aged cardiomyocytes activate senescent pathways but not the SASP.  
(a) Schematic illustrating cardiomyocyte isolation procedure. (b) Real-time PCR gene expression analysis in isolated 
mouse cardiomyocytes from C57BL/6 mice. Data are mean ± SEM of n=3-4 per age group. Statistical analysis performed 
One-Way ANOVA (Holm-Sidak method); * P<0.05. (c) Mean percentage of p21-positive cardiomyocyte nuclei from 3, 15 
and 30 month old C57BL/6 mice by Immuno-histochemistry (IHC). Data are mean ± SEM of n=4 per age group. >100 
cardiomyocytes were quantified per age group. Statistical analysis performed using One-Way ANOVA (Holm-Sidak 
method); * P<0.05. (d) Mean percentage of 3 and 24 month old mouse cardiomyocytes staining positive for SA-β-Gal in 
vivo with representative images above (blue – SA-β-Gal; green – Troponin C; red – WGA). Statistical analysis performed 
using two-tailed t-test * P<0.05. Data obtained from the analysis of >500 cardiomyocytes per mouse, 4 mice per age 
group. (e) Mean percentage of SADS-positive cardiomyocyte nuclei from 3 and 30 month old mouse cardiomyocytes 
positive for SADS in vivo, as detected by centromere-FISH. Data are mean ± SEM of n=4 per age group. More than 200 
cardiomyocytes per age group were quantified. Statistical analysis performed using two-tailed t-test * P<0.05. (f) SASP 
Heatmap: Pearson correlation clustered heatmap showing a curated list of known SASP genes (top panel) or a selection of 
secreted SASP proteins (bottom panel) in young (3 months) and old (20 months) mouse cardiomyocytes (n=5 per age 




Mitochondrial ROS drives TAF in Mouse Cardiomyocytes in vivo 
Mitochondrial dysfunction has been described as both a driver and consequence of cellular 
senescence16,24,25. Interestingly, Gene Set Enrichment Analysis (GSEA) of RNA-seq data from isolated 
cardiomyocytes from young and old mice revealed that the most negatively enriched Gene ontology 
term is the mitochondrial inner membrane (Extended Data Figure 7a). Consistently, in 
cardiomyocytes from old mice we observed an overall decline in expression of most mitochondrial 
genes, particularly those genes involved in the Electron Transport Chain (ETC) (Figure 5a) and 
mitochondrial ultrastructural defects by transmission electron microscopy (Extended Figure7b). We 
then speculated whether mitochondrial ROS could be a driver of telomere dysfunction in 
cardiomyocytes in vivo. Previous data indicate that mitochondrial ROS can drive telomere shortening 
in vitro24 and that telomere regions are particularly sensitive to oxidative damage12. Consistent with 
this hypothesis, we found increased mRNA expression of the pro-oxidant enzyme monoamine 
oxidase A (MAO-A) and decreased expression of antioxidant enzymes mitochondrial MnSOD and 
catalase in isolated cardiomyocytes from old mice (Figure 5b). Furthermore, we found increased lipid 
peroxidation marker, 4-HNE, and DNA oxidation marker, 8-oxodG, in cardiomyocytes with age (Figure 
5c). To address whether these age-associated changes are causal in TAF induction, we utilised a 
model of cardiomyocyte-specific overexpression of MAO-A (MHC-MAO-A tg)26. In this transgenic 
mouse model, both the mean number and percentage of cardiomyocytes positive for TAF were 
significantly increased compared to age matched controls (Figure 5d) and mice displayed cardiac 
dysfunction and hypertrophy (Extended Figure 7c). Critically, when transgenic animals were treated 
with the antioxidant N-acetyl cysteine (NAC), both the increase in TAF (Figure 5d) and cardiac 
dysfunction was significantly rescued (Extended Figure 7c). Complementary studies in old MnSOD+/- 
and Catalase-/- mice also revealed that these had a higher number of TAF than aged-matched controls 
(Figure 5e &f). Furthermore, we found a significant increase in TAF in cardiomyocytes from 
Polgmut/mut mice, a model of accelerated ageing due to mitochondrial dysfunction (Figure 5g). 
Increased telomere dysfunction was associated with increased expression of p21, cardiac 
hypertrophy, and decreased expression of mitochondrial proteins (Extended Figure 7d). Finally, 
treatment of isolated adult cardiomyocytes with rotenone, a mitochondrial complex I inhibitor, 
induced TAF, which could be rescued by treatment with antioxidant NAC (Figure 5h).In summary, 
cardiomyocytes from aged heart exhibit down regulation of mitochondrial inner membrane and 
electron transport genes, and this is associated with indicators of increased ROS metabolism that is 
causative of telomere-associated DNA damage. 
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Figure 5 Mitochondrial dysfunction is a feature of cardiomyocyte senescence and drives TAF in 
Mouse Cardiomyocytes in vivo 
(a) Mito and ETC genes with GSEA analysis: Clustered heatmap showing all genes associated with the "Mitochondrion" GO 
term in young and old, mouse cardiomyocytes as observed by the GSEA pre-ranked list enrichment analysis (normalised 
enrichment score: -1.70; FDR q-value < 0.05). Alongside this is a column clustered heatmap displaying a list of genes from 
the electron transport chain (ETC) GO ontology. In both instances genes are by column and samples by row with the 
colour intensity representing column Z-score, where red indicates highly and blue lowly expressed. (b) Real-time PCR 
gene expression analysis of MAO-A, MnSOD and catalase in isolated mouse cardiomyocytes from young (3 months) and 
old (20 months) mice. Data are mean ± SEM of n=4-5 per age group. Asterisks denote a statistical significance at P < 0.05 
using two-tailed t-test. (c) Mean percentage of 4-HNE- (top) or 8oxodG- (bottom) positive cardiomyocytes from 3 month 
(young) or 30 month (old) aged mice. Data are mean ± SEM of n=4 per age group. 100 cardiomyocytes were quantified 
per age group. Asterisks denote a statistical significance at P < 0.05 using two-tailed t-test. 
(d-g) Mean percentage of TAF-positive nuclei (left graphs) or mean percentage of TAF (right graphs) in wild-type (control) 
compared to MAO-A transgenic mice with or without drinking water supplemented with 1.5g/kg/day NAC from the age of 
4 to 24 weeks, MnSOD+/+ vs MnSOD-/+, Catalase+/+ vs Catalase-/-, WT vs POLG double mutant mice. Data are mean±S.E.M 
of n=3-4 per group. 100 cardiomyocytes were quantified per age group. Statistical analysis was performed using two-
tailed t test or One-way ANOVA (for multiple comparisons); * P<0.05. (h) Schematic depicting isolated mouse adult 
cardiomyocytes isolated from 4 animals were treated with or without 100nm rotenone either in the presence of 5mM 
NAC or vehicle control (pre-treated for 30 minutes before rotenone treatment), for 24 hours before fixation. Mean 
number of TAF (top graph) and mean percentage of TAF-positive nuclei (bottom graph) from 4 separate cardiomyocyte 
cultures isolated from 3 month-old mice. 50 cardiomyocytes were quantified per condition. Asterisks denote a statistical 




Clearance of p16ink4 positive cells reduces cardiac hypertrophy 
Cardiac hypertrophy occurs with ageing. Furthermore, it accompanies diseases such as ischemia, 
hypertension, valvular disease, and heart failure. In order to determine cardiac function with ageing 
in mice we used Magnetic Resonance Imaging (MRI). We found no significant difference in cardiac 
function (ejection fraction). However, we observed an increased mean left ventricle mass (mean of 
Diastolic and Systolic mass) indicative of hypertrophy and increased ventricle wall rigidity, indicative 
of a decline in diastolic dysfunction, both of which are documented characteristics of cardiac ageing 
in humans and mice 27(Figure 6a and b). Previously, we showed that specific induction of TAF was 
associated with increased cell size in cardiac myoblasts in vitro and that ROS induced TAF induced 
cardiomyocyte hypertrophy in vivo. Consistent with a role for TAF-induced senescence in age-
dependent cardiac hypertrophy, we found that larger cardiomyocytes from old mice had generally 
increased TAF frequencies (Figure 6b). In order to determine if there is a causal relationship between 
senescence and cardiac hypertrophy, we used the INK-ATTAC mouse model, in which a small 
molecule, AP20187 (AP), induces apoptosis through dimerization of FKBP-fused Casp8. Using this 
model, it has previously been shown that clearance of p16-expressing cells improves multiple 
parameters of physical health and function within ageing mice28-31  
In order to establish if elimination of p16ink4a positive cells reduced TAF in cardiomyocytes, we aged 
INK-ATTAC mice until they were 27 months old and treated them with AP for 2 months (Figure 6c). 
We confirmed by RNA-in situ hybridization that both p16 and eGFP positive cells were significantly 
reduced in hearts following AP treatment (Figure 6d). Additionally, we found that TAF in 
cardiomyocytes were significantly reduced (Figure 6e), however, we failed to detect any differences 
in telomere FISH signals between INK-ATTAC mice with or without clearance of p16-positive cells 
(Figure 6f). Consistent with a role for cardiomyocyte senescence in age-dependent cardiac 
hypertrophy, we found that AP treatment significantly reduced the area of cardiomyocytes (Figure 
6g). Similar results were observed in a model of cardiac hypertrophy induced by thoracic irradiation. 
We found that TAF induced by thoracic irradiation in INK-ATTAC mice were restored to the levels 
found in sham irradiated mice following AP treatment (Extended Figure 8a-c). Similarly, we found 
that irradiation resulted in cardiomyocyte hypertrophy and this was completely rescued by 
elimination of p16 ink4a positive cells (Extended Figure 8d). 
To further investigate the therapeutic impact of targeting senescent cells to counteract cardiac 
ageing, we treated aged wild-type mice with the previously described senolytic drug, navitoclax11. We 
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found that navitoclax reduced TAF and hypertrophy in cardiomyocytes (Extended Figure 8e-f) and 
selectively killed senescent cardiomyoblasts in vitro (Extended Figure 8i and l).  
Altogether our data shows that p16-expressing cells are responsible for senescence induced cardiac 




Figure 6 Clearance of p16 positive cells in old mice reduces cardiac hypertrophy and telomere 
dysfunction without affecting telomere length. 
(a) Examples of individual short axis cine-MR images of 3 or 20 m mouse hearts. Ejection faction and LV thickness was 
calculated based on manual measurements of Left ventricle epicardial and endocardial borders. Percentage change wall 
thickening calculation based on wall thickness at the 4 points as indicated. Measurements were made in all cine slices at 
end diastole and end systole. Graphs representing data obtained from MRI analysis of >7 animals per age group. Data are 
mean ± S.E.M. Asterisks denote a statistical significance at P < 0.05 using two tailed t-test. (b) Comparison between mean 
number of TAF per cardiomyocyte and cardiomyocyte area in 22 month old animals. Data are mean ± S.E.M. of n=4. 100 
cardiomyocytes were quantified per age group. Asterisks denote a statistical significance at P < 0.05 using one-way 
ANOVA. (c) Schematic depicting experimental design for figures d-f: 27 month old INK-ATTAC mice were treated 4 times 
with AP20187 (or Vehicle), 3 days in a row, every 2 weeks (2m-long treatment in total) and were sacrificed afterwards for 
analysis. (d) Comparison between the number of p16- or –eGFP positive cardiomyocytes by RNA-in situ hybridization per 
plane (40x objective) in INK-ATTAC mice (28-29m old) treated with vehicle or AP20187. Data are mean ± SEM of n=5 per 
age group. >200 cardiomyocytes were analysed per condition. Asterisks denote a statistical significance at P < 0.05 using 
two-tailed t-test. e) Mean number of TAF (left graph) and mean percentage of TAF-positive nuclei (right graph) in 
cardiomyocytes. Data are mean ± S.E.M. of n=6 per age group. >100 cardiomyocytes were analysed per condition (f) 
Histograms showing distribution of individual telomere intensities measured by Q-FISH in INK-ATTAC mice (28-29m old) 
treated with vehicle or AP20187. >150 cardiomyocytes were analysed per condition. (g) Mean cardiomyocyte area μm2. 
Data are mean ± S.E.M. of n=6 per age group, >150 cardiomyocytes analysed per condition. Asterisks denote a statistical 





Recent studies have implicated ROS-induced DNA damage in the transition of cardiomyocytes from 
proliferative embryonic to postnatal post-mitotic cells32. Consistent with this, we found most 
cardiomyocytes from adult mice contain non-telomeric DNA damage foci throughout their lives, 
which remain fairly constant. While this DNA damage is sufficient to inhibit cell cycle activity, it is of a 
reversible nature, since adult cardiomyocytes still possess the ability, albeit limited, to regenerate in 
response to injury33 and reduced DNA damage by decreased oxidative stress is sufficient to permit 
cell cycle re-entry of adult cardiomyocytes34. Surprisingly, during the ageing process and despite low 
level of proliferation, we observe enrichment of DDR proteins at telomere regions, notoriously known 
for their inefficient repair capacity, fuelled by the actions of telomere binding proteins. For instance, 
displacement of TRF2 from telomeres has been shown to result in ligase IV dependent telomere 
fusions35,36,37 and TRF2 and its binding partner RAP1 have been shown to prevent NHEJ-dependent 
telomeric DNA fusions by inhibiting DNA-PK and ligase IV mediated end-joining38. In contrast, 
homologous recombination can repair telomere-induced DNA damage, however this process is 
restricted to proliferating cells undergoing S-phase and therefore not likely to be relevant for post-
mitotic cardiomyocytes39. As such, within cardiomyocytes, a cocktail of age-dependent mitochondrial 
dysfunction and oxidative stress coupled with lack of regenerative capacity, fuels the occurrence of 
irreparable telomere-associated damage, which may instigate a senescent-like phenotype (Extended 
Data Figure 9). In fact, our data provide the first demonstration that with age, changes in oxidative 
stress induced by impaired antioxidant defences, cardiomyocyte-specific expression of pro-oxidant 
enzymes, or increased mtDNA mutation burden, contribute directly to age-dependent telomere-
associated DNA damage in cardiomyocytes. This persistent form of DNA damage occurs 
independently of cell-division and telomere length. Another factor that could impact on telomere 
maintenance during ageing is the activity of the enzyme telomerase, however, previous data indicate 
that telomerase activity is present in some differentiated cardiomyocytes during development and 
absent in uninjured adult cardiomyocytes40. Additionally, in whole heart lysates we failed to observe 
any age-dependent changes in telomerase activity, so we postulate that it is unlikely that it plays a 
role in the process. 
While our data indicate that mitochondrial dysfunction and ROS can induce cardiomyocyte 
senescence, it remains entirely possible that the observed age-dependent changes in mitochondrial 
gene expression and morphology are a consequence of telomere dysfunction. In mouse models of 
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accelerated telomere shortening, critically short telomeres have been shown to repress PGC1-α and β 
mediated mitochondrial biogenesis14,41. However, increased mitochondrial ROS driven by telomere 
dysfunction has been shown to induce DNA damage and activate a DDR in a positive feedback loop, 
making it experimentally complex to unravel which is the initiating step in the process16,25. 
Our model explains the role of telomeres in ageing mice, considering that mice have much longer 
telomere length than humans; no age-dependent changes in telomerase activity; and that telomerase 
knock-out models require breeding over multiple generation to experience myocardial dysfunction7. 
There is still uncertainty regarding the physiological role of cardiomyocyte senescence during the 
ageing process. Two previous studies have reported that cardiomyocytes with age become positive 
for p1642,43, however, both studies relied on an antibody that we and others44 could not validate. 
Also, beneficial effects of clearance of senescent cells in murine ageing heart have been attributed to 
senescent cells in proliferation-competent cells such as fibroblasts and epithelial cells present in the 
pericardium or vascular smooth muscle cells in the aorta28. Previous studies have also proposed a 
role for telomere shortening in cardiomyocyte senescence: short telomeres have been observed in 
aged murine cardiomyocytes42 and mouse models of accelerated telomere shortening have cardiac 
dysfunction14. However, whether short telomeres per se are causal in cardiomyocyte senescence 
during natural ageing has not been determined. Our data suggest that telomere length is not a 
limiting factor in cardiomyocyte senescence since: i) specific elimination of p16 positive cells in aged 
mice did not affect telomere length or the frequency of very short telomeres; ii), super-resolution 
STED microscopy that allowed the detection of very weak telomere FISH signals and more effectively 
resolved clustered telomere signals than conventional confocal microscopy, could not detect 
differences in FISH intensity between telomeres co-localizing and not with γH2A.X. A possible 
experiment to test the impact of telomere length in cardiomyocyte senescence would be to 
overexpress the enzyme telomerase specifically in cardiomyocytes from old animals. However, this 
experiment would not eliminate the possibility that non-canonical functions of telomerase may 
impact on senescence independently from its effects on telomeres. 
Key questions remain regarding the consequences of cardiomyocyte senescence. While telomere 
DNA damage in cardiomyocytes activates the classical senescence-inducing pathways, p21CIP and 
p16INK4a, cardiomyocytes do not express a typical senescence-associated secretory phenotype (SASP). 
In regenerative tissues such as the skin and liver, the SASP plays an important role in immune cell 
recruitment, clearance of senescent cells but also in the activation of a regenerative response45,46. It 
is possible that telomere damage results in a persistent activation of the p53 pathway (a known 
downstream player in the DDR), which has been shown to inhibit NF-κB activity (a major regulator of 
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the SASP). In fact, recently, it has been suggested that mitochondrial dysfunction may selectively 
inhibit some of the SASP components by activation of p5347. We further report that other factors 
such as Edn3, Tgfb2 and Gdf15 may be released by senescent cardiomyocytes and induce bystander 
effects. Interestingly, TGF-β ligands have been shown to be involved in the induction of paracrine 
senescence in human fibroblasts23. 
Our data suggest that cardiomyocyte senescence results in hypertrophy, a feature of myocardial 
ageing, which can be restored by clearance of senescent cells. Myocardial hypertrophy was thought 
to occur throughout ageing as an adaptive mechanism to compensate for a net decline in 
cardiomyocyte number. However, recently this view has been challenged by the demonstration of 
the lack of significant changes in cardiomyocyte numbers with age10. Our data provide a new model 
to explain myocardial hypertrophy driven by telomere-induced cardiomyocyte senescence. 
Altogether, this study provides evidence for the concept that cardiomyocyte senescence is a major 
effector of myocardial ageing and offers a proof-of-principle that modulation of cardiac senescence is 
a viable treatment strategy. While described in myocytes, we speculate that our proposed 
mechanism may explain post-mitotic senescence in other tissues such as neurones48 and 
adipocytes49. 
 
Materials and Methods 
Cell Culture and Treatments. Primary mouse cardiomyocytes were isolated from day 17.5 embryonic 
C75BL/6 mice and cultured in DMEM (SIGMA), Medium 199, 10% horse serum, 5% foetal calf serum, 
penicillin/streptomycin 100 U/ml, 2mM glutamine, at atmospheric conditions (air plus 5% CO2). H9C2 
rat heart-derived embryonic myocytes (ATCC) were cultured in DMEM (SIGMA), 5% foetal calf serum, 
penicillin/streptomycin 100 U/ml, 2mM glutamine, at atmospheric conditions (air plus 5% CO2). Cells 
were always passaged prior to reaching 70% confluence. H9C2 rat heart-derived embryonic myocytes 
were transiently transfected with a 53BP1-GFP reporter protein using the plasmid pG-AcGFP-53BP1c 
using Lipofectamine 2000 (ThermoFisher) at a ratio of 3uL Lipofectamine 2000 to 1ug DNA following 
the manufacturer’s protocol. H9C2 cells were transiently transfected with either TRF1-FokI-D450A or 
TRF1-FokI plasmids as described above. Cells were cultured for several days, according to 
experimental design, and transfected cells detected with an anti-FLAG antibody (SIGMA). 
Stress-induced senescence was induced in H9C2 cells and embryonic cardiomyocytes by 10Gy X-ray 
irradiation. In both cell types, we observed senescence after 10 days using SA- -Gal assay (>70% 
positive cells) and absence of proliferation marker Ki-67. H9C2 senescent or proliferating cells were 
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treated with ABT-263 (Navitoclax) (AdooQ Bioscience, USA) and viability was assessed using a Tali 
Image-Based Cytometer (Invitrogen). 
For EdU incorporation assays, cells were incubated in 10µM EdU in normal growth medium for 24 
hours. EdU was then detected using the Click-iT® EdU Imaging Kit (Invitrogen), according to 
manufacturers’ protocol. 
 
Animals and Procedures. C57BL/6 mice were used for ageing studies were analysed at either 3, 15, 
20, 24, or 30 months of age. For whole body X-ray irradiation, 1 month old C57BL/6 mice were 
irradiated with 2Gy followed by 11 month recovery period before culling. TERC-/- C57BL/6 male mice 
were bred to produce successive generations of mice with decreasing telomere length. Hearts from 
fourth-generation (G4) mice were collected. The project was approved by the Faculty of Medical 
Sciences Ethical Review Committee, Newcastle University (project license no. 60/3864). 
Mouse models for elevated reactive oxygen species and mitochondrial dysfunction: Catalase-/- and 
MnSOD+/- were aged until 22-24 months of age and mice with a knock-in missense mutation (D257A) 
at the second endonuclease-proofreading domain of the catalytic subunit of the mitochondrial DNA 
(mtDNA) polymerase Polγ (PolgAmut/mut mice) and age-matched PolgA+/+ mice were aged until 12 
months. All mice were group-housed in individually ventilated cages with RM3 expanded chow 
provided by special diet services. Mice were kept in a room with a constant temperature of 25˚C with 
a 12-hour light/dark cycle. Experiments were conducted in compliance with the UK Home Office 
(Reference P3FC7C606) and the Newcastle University Animal Welfare Ethical Review Board (Ethics 
number 425). MAO-A transgenic mice (MAO-A Tg) with cardiac-specific overexpression of MAO-A 
driven by the α-MHC promoter were previously described26. This line was maintained by breeding of 
Tg MAO-A males with C57BL6/J females. MAO-A Tg offspring at 6 months of age and their NTg 
control littermates were used for the experiments. N-acetyl-cysteine was given at 1.5 g/kg/day 
between 1 month and 6 months of age. Mice were housed in a pathogen-free facility and all 
experiments were approved by the local ethic committee of the University of Toulouse #CEEA-122 
2015-01. All investigations conformed to the Guide for the Care and Use of Laboratory Animals 
published by the Directive 2010/63/EU of the European Parliament. 
Clearance of senescent cells. Based on concepts devised by JLK and TT, INK-ATTAC mice were 
subsequently made and characterized at Mayo in a collaboration among the JLK-TT, NKL, and van 
Deursen laboratories. Animals were crossed onto a C57BL/6 background in the van Deursen 
laboratory and bred, genotyped, and aged in the JLK-TT laboratory. Mice were housed at 2–5 mice 
per cage in a 12 h light/12 h dark cycle at 24 ºC with free access to food (standard mouse diet, Lab 
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Diet 5053, St Louis, MO, USA) and water in a pathogen-free facility. AP20187 (10 mg/kg) or vehicle 
was administered to 27-month-old mice by intraperitoneal injection every 3 days, for 2 months and 
were culled afterwards for analysis. Senolytics. C57BL/6 mice at approximately 22 months of age 
were mice were purchased from Charles River (Charles River Laboratories International, UK). Mice 
were randomly assigned to a treatment group. ABT263 (navitoclax) or vehicle alone was administered 
to mice by gavage at 50 mg/kg body weight per day (mg/kg/d) for 7 d per cycle for two cycles with a 
1-week interval between the cycles. Mice were allowed to recover for 1 additional week and hearts 
were collected directly into 40 mM KCl to arrest in diastole. 
Thoracic Irradiation. A TrueBeam linear accelerator (Varian Medical Systems, Palo Alto) was used for 
the mouse studies. Anesthetized INK-ATTAC mice (2 months of age) received a single, 20Gy radiation 
dose delivered to the thoracic region. The radiation beam was collimated to an area encompassing 
the mouse lungs and the radiation field positions on the mice were verified using kV-CBCT and 2D kV 
imaging of the animals prior to irradiation. The dose rate at the prescription point was 14.8 Gy/ min, 
using 89 cm source to the surface distance. Dose was prescribed to midline in the mice and was 
confirmed using film and ion chamber dosimetry. All mice prophylactically received 100 mg/ml Baytril 
antibiotic in their drinking water for 3 weeks post-irradiation. One month following irradiation, mice 
were randomized to AP20187 (10 mg/kg), delivered by intraperitoneal injection (treatments twice 
weekly) or vehicle groups. Body weight was monitored weekly. Mice were euthanized 6 months post-
irradiation exposure using a lethal dose of pentobarbital. Animal experiments involving INK-ATTAC 
mice were performed under protocols approved by the Mayo Clinic IACUC. 
 
Human Tissue Collection and Ethics. Human heart tissue was obtained from patients undergoing 
open heart surgery for aortic stenosis, with a section of the right atrial appendage being placed in 
10% neutral buffered formalin (VWR, 9713.9010) immediately after dissection. Subsequent 
processing steps for paraffin embedding were the same as for mouse tissue (as described above). All 
tissue samples were obtained under the clause in the Human Tissue act that enables anonymised 
samples to be taken without consent in the context of an ethically approved study. This study was 
approved by the Research Ethics Committee UK, REC reference number: 10/H0908/56. 
 
Live-Cell Imaging. For live-cell time lapse microscopy of 53BP1 reporter fluorescence, H9C2 cells were 
plated on glass coverslip bottomed dishes (MatTek), and cells were imaged every 10 minutes for 10 
hours as Z-stacks over 7µm with a 63X objective (NA=1.4), using a Zeiss Spinning Disk confocal 
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microscope with cells incubated at 37°C with humidified 5% CO2. AcGFP-53BP1 foci dynamics were 
analysed using Imaris Software. 
 
Crosslinked Chromatin Immunoprecipitation Assay (ChIP). Crosslinked ChIP assay was carried out 
using 25μg crosslinked chromatin prepared from 3 or 30 month ground mouse heart tissue as 
described in (Mann et al., 2010), using anti-γH2AX (phospho S139) (Abcam, ab2893) and species and 
isotype matched control ChIP grade IgG (Abcam, ab46540). Real-time PCR specific for telomeric 
repeats was performed as described in50. Briefly, 4 μL of ChIP eluate was added to a final volume of 
13 μl quantitative PCR reaction containing 6.5 μL Jumpstart SYBR master mix (Sigma) and 10pmol 
appropriate primer mix. Telomere PCR reaction conditions were: 10 seconds at 95ºC followed by 40 
cycles of 10 seconds at 95ºC, 30 seconds at 55ºC, and 30 seconds at 72 ºC followed by ABI7500 Fast 
Real-Time PCR System machine predetermined melt curve analysis (Applied Biosystems). Each PCR 
reaction was performed in triplicate. All reactions were normalized to the control antibody and fold 
enrichment above background was calculated using the following equation: (1/(2A)) ×100. The values 
were then adjusted to the values of total input and expressed as log to the base 2. 
 
Cardiomyocyte Isolation and Purification. 
 Animals were anesthetized and hearts were removed and placed on the Langendorff setup. 
Myocytes were first obtained by enzymatic digestion and sedimentation and further purified using 
the EasySep™ Mouse Biotin Positive Selection Kit, which allowed removal of CD31, SCA1 and CD45 
positive cells. Purity of adult cardiomyocyte culture was confirmed by immunofluorescent staining 
against CD31, SCA1, CD45 and α-actinin. RNA from purified adult cardiomyocytes was extracted using 
Qiagen RNA extraction kit. Adult cardiomyocytes were cultured using MEM with Hank’s salts and L-
glutamine (SIGMA), 0.1mg/ml BSA, 10mM Butanedione monoxime, ITS Liquid Media Supplement 
(SIGMA). Wells were coated with laminin (0.01mg/ml).  
 
MR Imaging and analysis. Magnetic resonance images were acquired using a horizontal bore 7.0T 
Varian microimaging system (Varian Inc., Palo Alto, CA, USA) equipped with a 12-cm microimaging 
gradient insert (40 gauss/cm) and analysed as described previously (Rachael E. Redgrave IJC Heart & 
Vasculature 2016). Percentage change in wall thickening was calculated from the mean of wall 




Embryonic Cardiomyocyte Isolation and Culture. Under sterile conditions, hearts were removed 
from E17.5 embryos and then cut into multiple fragments in cardiomyocyte balanced salt buffer 
(CBSB) (116mM NaCl, 20mM HEPES, 1mM NaH2PO4, 5.365mM KCl, 831nM MgSO4). Heart fragments 
were then incubated in CBSB with 80U/ml collagenase type II (Worthington) for 5 minutes. Allowing 
fragments to settle, supernatant was removed and centrifuged at 700×g for 5 minutes. Remaining 
fragments were then re-suspended in cardiomyocyte enzyme solution (CBSB, 80 U/mL collagenase II 
and 0.25 mg/mL trypsin) for 30 minutes, with gentle shaking. Fragments were allowed to settle and 
then supernatant containing dissociated cells was removed and centrifuged at 700×g for 5 minutes, 
washed in FBS and stored at 4⁰C. Remaining fragments were then re-suspended as before into 
cardiomyocyte enzyme solution. After centrifugation, the supernatant was discarded and pellet was 
again re-suspended in 4°C FBS and placed on ice. Re-suspension, centrifugation and collection was 
then repeated until all fragments had been dissolved (7-10 cycles). All FBS suspensions were pooled 
together, centrifuged at 700 x g for 5 minutes. The supernatant was then discarded and cells re-
suspended in cardiomyocyte growth medium (Dulbecco’s Modified Eagle’s Medium (DMEM), 
supplemented with 17% Medium 199, 5% FBS, 10% Horse serum (SIGMA, H0146), 100µg.ml-1 
streptomycin, 100 units.ml-1 penicillin and 2mM l-glutamine). Cells were then seeded into a collagen-
coated (1mg.ml-1 ) T75 culture flask (SIGMA) and incubated at 37°C for 2 hours. After the incubation 
the supernatant, containing cardiomyocytes, was collected from the flask and the adherent 
fibroblasts discarded. Cardiomyocytes were then cultured in Cardiomyocyte Growth Medium.  
 
Immunofluorescence. Cells were grown on sterile coverslips and fixed with 2% paraformaldehyde in 
PBS for 10 minutes. Cells were permeabilised for 45 minutes in PBG-T (PBS, 0.4% Fish-skin Gelatin, 
0.5% BSA, 0.5% Triton X-100). Cells were then incubated in primary antibody for 1 hour at room 
temperature, followed by incubation in secondary antibody for 45 minutes. 
Primary antibodies used: rabbit monoclonal anti-γ-H2AX (1:200, #9718; Cell Signalling), rabbit 
polyclonal anti-53BP1 (1:200, #4937; Cell Signalling), mouse monoclonal anti-α-actinin (1:100, A7811; 
SIGMA), goat Poly-clonal anti-troponin I (1:200, Catalogue, Company), goat Poly-clonal anti-troponin 
C (1:200, Abcam ab30807), mouse monoclonal anti-PCM1 (1:200, ab154142; Abcam), mouse 
monoclonal anti-FLAG (1:1000, F1804; SIGMA), rabbit polyclonal anti-Ki67 (1:250 (4μg ml-1), ab15580; 
Abcam)).  
Secondary antibodies used: Alexa Fluor® 488, Alexa Fluor® 594, or Alexa Fluor® 647 (Invitrogen). 
Membrane staining for hypertrophy quantification was performed with wheat germ agglutinin (WGA) 
labelling (Alexa Fluor® 647 conjugate, W32466, Invitrogen) as per manufacturer’s instructions. 
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Assessment of hypertrophy was assessed by cross-sectional area using established methods as 
described51. Troponin C was used to identify cardiomyocytes and membranes labelled with WGA. 
Only cardiomyocytes in the left ventricle free wall were analysed and only in the areas in the sub-
epicardium region. To control for tissue orientation only myocytes that were surrounded by 
capillaries all displaying a cross-sectional orientation were analysed. 
 
Immuno-FISH and FISH. Immuno-FISH was performed as described 52. Briefly, cells grown on 
coverslips were fixed with 2% paraformaldehyde, and immunocytochemistry was conducted as 
described above, with the use of either rabbit monoclonal anti-γH2AX (1:200, 9718; Cell Signalling) or 
rabbit polyclonal anti-53BP1 (1:200, 4937; Cell Signalling). After incubation with secondary antibody, 
cells were washed with PBS and fixed with methanol: acetic acid (3:1) for 30 minutes. After PBS 
washes, cells were dehydrated through 70%, 90% and 100% ice-cold ethanol for 3 minutes each. Cells 
were then air-dried and incubated in 10μL PNA hybridisation mix (70% deionised formamide 
(SIGMA), 25mM MgCl2, 1M Tris pH 7.2, 5% blocking reagent (Roche) containing 2.5 μg/mL Cy-3-
labelled telomere specific (CCCTAA) peptide nucleic acid probe (Panagene), inverted on a glass 
microscope slide, for 10 minutes at 80°C. Probe hybridisation was carried out by incubation in a 
humidifier chamber, for 2 hours at room temperature in the dark. Sections were then washed with 
70% formamide in 2 × SSC for 10 minutes, 2 × SSC for 10 minutes and PBS for 10 minutes. Coverslips 
were then dehydrated through 70%, 90% and 100% ice-cold ethanol for 3 minutes each and then air 
dried. Coverslips were then mounted with ProLong® Gold Antifade Mountant with DAPI 
(ThermoFisher). 
For immuno-FISH in formalin-fixed paraffin-embedded heart, muscle, and brain mouse tissues, 
sections were de-paraffinated and hydrated through 100% Histoclear (twice), 100% ethanol (twice), 
95% ethanol, 70% ethanol and distilled water (twice) for 5 minutes each. Antigen retrieval was 
achieved via boiling samples for 10 minutes in 0.1M citrate buffer. Slides were allowed to cool and 
then washed in distilled water twice for 5 minutes each. Sections were then incubated in blocking 
reagent (1:60 Normal Goat Serum in PBS/0.1% BSA) for 30 minutes at room temperature, followed by 
incubation with primary antibody in blocking reagent overnight at 4°C. After 3 X 5 minute PBS 
washes, sections were incubated in biotinylated secondary antibody (1:200) in blocking reagent for 
30 minutes at room temperature, followed by further 3 X 5 minute PBS washes, and then incubated 
in avidin-DCS (1:500) in PBS for 30 min. Cross-linking was then performed via incubation in 4% 
paraformaldehyde in PBS for 20 min. After 3 X 5 minute PBS washes, FISH was carried out as 
described above. For centromere FISH (SADS detection) a FAM-labelled, CENPB-specific (centromere) 
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(ATTCGTTGGAAACGGGA) peptide nucleic acid probe (Panagene) was used. Frequency of SADS was 
assessed by quantification of decondensed/elongated centromeres. 
Immunohistochemistry. De-paraffination, hydration and antigen retrieval of formalin-fixed paraffin-
embedded heart tissues was performed as previously described. Sections were incubated with 
M.O.M mouse IgG blocking reagent (90μL blocking reagent: 2.5mL TTBS) for one hour at room 
temperature. After two times five minute PBS washes, sections were incubated with avidin for 15 
minutes, rinsed with PBS, and then incubated with biotin for 15 minutes at room temperature. 
Primary antibody was then diluted in M.O.M diluents (7500mL TTBS : 600uL protein concentrate) and 
incubated overnight at 4°C. After 2 × 5 minute PBS washes, sections were incubated in biotinylated-
mouse IgG reagent diluted in blocking solution (1:200) for 30 minutes at room temperature. After 2 × 
5 minute PBS washes, endogenous peroxidise activity was blocked by incubating sections in 0.9% 
H2O2 in water for 30 minutes. After 2 × 5 minute PBS washes, sections were incubated in AB-
Complex for 30 minutes at room temperature. After 3 × 5 minute PBS washes, sections were then 
incubated in NovaRed solution for up to 10 minutes, rinsed with water, counterstained with 
haematoxylin for 2 minutes, washed in PBS and then transferred to ammonia water for 30 seconds. 
After a 1 minute wash in water, sections were then dehydrated through 70%, 90% and 100% ethanol 
and then histoclear for 5 minutes each, Sections were then mounted with DPX. 
Primary antibodies used: mouse monoclonal anti-4HNE (1:100, MHN; JaICA), mouse monoclonal anti-
8-OHdG (1:100, MOG; JaICA), rabbit polyclonal anti-p21 (1:200, ab7960; Abcam). 
 
RNA in situ hybridization. RNA-ISH was performed after RNAscope protocol from Advanced Cell 
Diagnostics Inc. (ACD). Paraffin sections were deparaffinised with Histoclear, rehydrated in graded 
ethanol (EtOH) and H2O2 was applied for 10 min at RT followed by two washes in H2O. Sections were 
placed in hot retrieval reagent and heated for 30 min. After washes in H2O and 100% EtOH, sections 
were air dried. Sections were treated with protease plus for 30 min at 40 ºC, washed with H2O and 
incubated with target probe (p16, eGFP) for 2 h at 40 ºC. Afterwards, slides were washed with H2O 
followed by incubation with AMP1 (30 min at 40 ºC) and next washed with wash buffer (WB) and 
AMP2 (15 min at 40 ºC), WB and AMP3 (30 min at 40 ºC), WB and AMP4 (15 min at 40 ºC), WB and 
AMP5 (30 min at RT) and WB and, finally, AMP6 (15 min at RT). Finally, RNAscope 2.5 HD Reagent kit-
RED was used for chromogenic labelling. After counterstaining with haematoxylin, sections were 




Senescence-Associated β-Galactosidase Activity Assay. SA-β gal activity assay was performed as 
described previously53. For in vitro studies cells were grown on sterile coverslips and for in vivo 
studies samples were cryo-embedded and staining performed on 10µm sections. Samples were fixed 
with 2% paraformaldehyde in PBS for 5 minutes, washed with PBS for 5 minutes and then incubated 
at 37°C overnight in SA-β gal solution containing 150mM sodium chloride, 2mM magnesium chloride, 
40mM citric acid, 12mM sodium phosphate dibasic, 5mM potassium ferricyanide, 5mM potassium 
ferrocyanide and 1mg ml-1 5-bromo-4-chloro-3-inolyl-β-d-galactosidase (X-Gal) at pH 5.5.For in vivo 
staining and quantifications sections were co-labelled with anti-Troponin C and WGA as above. 
 
Microscopy. For fluorescence microscopy a Leica DM5500B wide-field fluorescence microscope and 
Zeiss AxioObserver Spinning Disk confocal were used. For super-resolution STED microscopy a Leica 
SP8 confocal (inverted) gSTED 3D super resolution microscope was used. 
 
TRAP Assay. Heart samples were snap-frozen in liquid nitrogen immediately after dissection. Using a 
liquid-nitrogen-cooled pestle and mortar, tissues were ground into a fine powder. Telomerase 
activity was then determined following the TeloTAGGG Telomerase PCR ELISA kit (Roche). 
 
RNA-sequencing. Paired-end reads were aligned to the mouse genome (mm9) using a splicing-aware 
aligner (tophat2). Only unique reads were retained. Reference splice junctions were provided by a 
reference transcriptome (Ensembl build 67), and novel splicing junctions determined by detecting 
reads that spanned exons that were not in the reference annotation. True read abundance at each 
transcript isoform was assessed using HTSeq (Python) before determining differential expression with 
the tool DESeq2, which models mean-variance dependence within the sample set. Significance was 
determined using an FDR corrected p-value <= 0.05. Alignment statistics for each replicate are 
included in the supplementary data. 
Cufflinks FPKM determination. To calculate library normalised read counts for each transcript in every 
replicate, we used the tool Cufflinks, which returns the proportion of reads per million, which 
mapped to each gene isoform. 
 
GSEA Gene set enrichment analysis. We perform a gene set enrichment analysis by creating a ranked 
list of the DESeq2 results file where genes are ranked by their log transformed, non-FDR-corrected p-
values. This list is then used as an input to the GSEA software, which assesses positive or negative 
shifts of GO ontology classes in the global distribution of gene expression. This is achieved by the 
122 
 
calculation of an enrichment score, which reflects the movement of a particular ontological class to 
the positive and negative extremes of the distribution of the expression of all genes. Permutation 
testing then allows for the estimation of significance prior to FDR correction. 
Heatmaps. Heatmaps were created in R using the ggplots package. Those heatmaps displaying 
normalised (row scaled – Z-score) FPKM gene expression across a series of replicates were clustered 
using a Pearson correlative clustering approach in the “hclust” R package. 
PCA. Principle component analysis was performed in R using the prcomp method. 
 
Computational Modelling. Two different models were constructed to examine different hypotheses 
on how TAF accumulate in cells. The models were encoded in the Systems Biology Markup Language 
(SBML) modelling standard 54 with the Python SBML shorthand tool 55. Model simulations were 
carried out in COPASI 56 and the results were analysed and plotted in R using ggplot257. We used 
stochastic simulation (Gillespie Direct Method) in order to be able to account for the variability in the 
experimental data. The models were deposited in BioModels 58 and assigned the identifiers 
MODEL1608250000 and MODEL1608250001. 
Statistical Analysis. We conducted two-tailed t-tests, one-way ANOVA, Gehan-Breslow, and Mann-
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Extended Data Figures 
 
Extended figure 1. 
(a) Representative images of γH2A.X immuno-FISH in PCM1-positive human cardiomyocytes (blue – DAPI; yellow – PCM1; 
red – telo-FISH; green – γH2A.X). Images are z projections of 4.5µM stacks taken with 100X objective. Right panels show 
co-localisation between telomeres and γH2AX, with taken from single z planes where co-localisation was found. Graphs 
showing mean number of TAF (left) and mean percentage of TAF positive nuclei (right) in PCM1-positive human 
cardiomyocytes from 46-65 and 74-82 year old human heart tissue. Data are represented as the mean for individual 
subjects, with the horizontal line representing group mean. 
(b) Above: representative images of PCM1 and α-actinin; PCM1 and WGA and γH2A.X, PCM1 immuno-FISH in 30 month 
old mouse cardiac tissue. Below: Graph representing mean number of TAF in PCM1 positive versus PCM1 negative cardiac 
cells; n=3 mice; >100 cardiomyocytes were quantified. Asterisk denote a statistical significance at P < 0.05 using two tailed 
t-test. (d) Histograms displaying telomere intensity for telomeres co-localising (bottom) or not co-localising (top) with 
γH2A.X DDR foci for PCM1 positive cardiomyocytes obtained from 46-65 (left) and (74-82) year old subjects. Dotted lines 
represent median intensity. Mann-Whitney tests show no significant difference in telomere intensity between TAF and 
non-TAF in either, 46-65 or 74-82 year old subjects (P>0.05). More than 100 cardiomyocytes were quantified per subject. 
(e) Stochastic mathematical models representing a cardiomyocyte population throughout 27 months of a mouse’s 
lifespan. Top panel: Network diagram of model 2,- TAF are generated by cell division. Reactions involving turnover of cells 
with two, three or four TAF are similar to those for cells with one TAF and are omitted for clarity. Network diagram 
created in CellDesigner using Systems Biology Graphical Notation. Middle and bottom panel: model output showing mean 







Extended figure 2. 
(a) mRNA expression of shelterin components: Pot1a, Pot1b, Trf1, Trf2, Tinkf2 and Acdv1 in purified cardiomyocyte 
populations from young (3m) and old (20m) wild-type mice. Data are mean ± S.E.M of n=5 mice per group. Two-tailed t-
test shows no significant difference in expression (P>0.05). (b) Representative image of TRF2 immuno-FISH in PCM1-
positive human cardiomyocytes (blue – DAPI; yellow – TRF2; red – telo-FISH; green – γH2A.X). Images are z projections of 
4.5µM stacks taken with 100X objective. (below) Histograms displaying TRF2 fluorescence intensity for TRF2 foci co-
localising with telomeres also co-localising with γH2A.X (right) or telomeres not co-localising with γH2A.X (left) in human 
cardiomyocytes. Red dotted lines represent median intensity. Mann-Whitney tests show no significant difference in TRF2 





Extended figure 3. 
(a) Representative image of Immuno-FISH for γH2A.X, telomeres and fast MHC (marker of type 2 muscle fibres). White 
arrow indicates co-localisation between γH2A.X and telomeres; (b) Mean number of TAF (top) and % of myocytes positive 
for TAF (bottom); (c) Mean number of non-TAF (top) and % of myocytes containing non-TAF (bottom) in 3,15 and 30 
month old mice. Data are mean ± SEM of n=4 per age group. More than 70 myocytes were quantified per age group. 
Statistical analysis performed using One Way ANOVA; * P<0.05; (d) representative image of Immuno-FISH for γH2A.X, 
telomeres and NeuN (neuronal marker) in mouse hippocampus. White arrows indicate co-localisation between γH2A.X 
and telomeres; (f) Mean number of TAF (top) and % of neurons positive for TAF (bottom); (g) Mean number of non-TAF 
(top) and % of neurons containing non-TAF (bottom) in 3 and 18 month old mice. Data are mean ± SEM of n=5-7 per age 





Extended figure 4. 
(a) Representative image of mouse embryonic cardiomyocytes (green – Troponin C; red- PCM1; blue- DAPI) by 40× 
objective; (b) Representative images of γH2AX immuno-FISH in H9C2 cardiomyoblasts 3 days 10Gy X-irradiation (red – 
telo-FISH; green – γH2AX). Right panels represent a single Z-plane where co-localisation between a γH2AX focus and 
telomere was observed; (c) Mean number of both TAF and non-TAF (left graph) and mean percentage of γH2AX foci co-
localising with telomeres (% TAF) (right graph) in H9C2 cardiomyoblasts at days 0, 3, and 5 days following 10Gy X-
irradiation. Data are mean ±S.E.M of n=3. >50 cells were quantified per condition; (d) Representative micrographs of 
Immuno-FISH for γH2A.X, telomeres and Troponin C in control and H2O2 treated adult mice cardiomyocytes. Arrow 
indicates co-localisation between telomeres and γH2A.X; (e) Representative image showing absence of proliferation 




Extended figure 5. 
(a) Representative images of cardiomyocytes isolations before (left) and after (right) purification to remove SCA1-, CD31- 
and CD45-positive cells. (b) Counts of differentially expressed genes calculated using DESeq2 at %5 FDR. (c) Principal 
component analysis (PCA) of FPKM expression for young (red) and old (blue) cardiomyocytes. Components one and two 
account for 80.1% and 7.8% of the total variance respectively. (d) Correlation clustered heatmap of a curated list of 
known proliferation genes in young and old cardiomyocytes. The colour intensity represents column Z-score, with red 
indicating high and blue low expression. Note that there is no enrichment for differential expression in this subset of pro-
proliferation genes. (e) Trace plots and heatmap of the relative expression of Ankrd1, Capn3, Mybcp2, Myot, Myom3 and 




Extended figure 6. Senescent cardiomyocytes have a non-canonical SASP phenotype and can induce 
bystander effects. 
(a) Stromal cells isolated as part of the Langendorff heart perfusion contribute to the previously reported increased SASP 
in aged cardiomyocytes: (left) Using the traditional cardiomyocyte isolation method, significant increases in mRNA 
expression of SASP components Il-6 and Cxcl1 are observed with age; (right) Following removal of stromal cells, no 
significant differences could be found. Data are mean ±S.E.M of n=4-6 mice per group; (b) (above) RNA-sequencing of 
purified cardiomyocytes from 4 mice per age group reveal age-dependent increased expression of 3 secreted proteins 
Edn3, Tgfb2 and Gdf15; (middle) mRNA expression of Edn3, Tgfb2 and Gdf15 was independently validated by RT-PCR in 
young and old isolated adult cardiomyocytes. Data are mean ±S.E.M of n=8 mice per group; (below) Stromal cells show 
age-dependent increased expression of Tgfb2 and Gdf15 but not Edn3. Data are mean ±S.E.M of n=8 mice per group. (c) 
Only Edn3 shows an age-dependent increase in expression in the heart. Tgfb2 and GDF15 increase significantly both in 
heart and kidney. Data are mean ±S.E.M of n=4-7 mice per group. (d) Edn3, Tgfb2 and Gdf15 increase with age at the 
protein level in plasma. (e) (left) Schematic depicting experimental design: Cardiomyocytes were isolated by Langendorff 
heart perfusion and purified and cultured for 48h. Conditioned medium (CM) was collected and added to cultures of 
mouse adult fibroblasts in the presence of 10 M EdU; (middle) Quantification of % of EdU incorporation in mouse adult 
fibroblasts after treatment for 48h with CM from young and old cardiomyocyte. Data are mean ±S.E.M of n=3 mice per 
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age group; More than 200 cells were quantified per condition; (right) representative images of EdU staining. Statistical 
analysis: for multiple comparisons One-way ANOVA was used, otherwise two-tailed t-test. 
 
Extended figure 7. 
(a) Normalised GSEA enrichment scores for the top 20 positively and negatively enriched GO ontologies. Those negatively 
enriched ontologies associated with mitochondrial structure and function are highlighted in red. (b) Transmission electron 
microscopy to detect mitochondrial ultrastructural defects in young (3 months) and old (20 months) mice. (c) Fractional 
shortening and cardiomyocyte length analysis on WT, MAO-A or MAO-A mice with or without drinking water 
supplemented with 1.5g/kg/day NAC from the age of 4 to 24 weeks. Data are mean ± S.E.M of n=5-10 mice per group. (d) 
Representative images of mitochondrial complex IV (red) and WGA (blue) in 12 month old WT and Polgmut/mut mice. 
Graphs represent complex IV intensity (left), p21 positivity by immunohistochemistry and mean cardiomyocyte area 
(right). Data are mean ±S.E.M of n=3-5 mice per group. More than 100 cardiomyocytes were quantified per group. 






Extended figure 8. 
(a) Schematic depicting experimental design for figures e-g: 2 month old INK-ATTAC mice underwent thoraxic X-
irradiation and then sacrificed at 6 months of age; (b) and (c) Mean number of TAF (left graph) and mean percentage of 
TAF-positive nuclei in cardiomyocytes; (d) Mean cardiomyocyte area μm2. Data are mean ± SEM of n=6-10 per age group. 
More than 100 cardiomyocytes were quantified per group. Asterisks denote P < 0.05 using one-way ANOVA; (e) 
Schematic depicting experimental design for figures f-h: 23 month old mice were provided Navitoclax or vehicle for 7 days 
(50mg/kg/day) alternating with 7 days of rest without navitoclax for 2 rounds of treatment; (f) Mean number of TAF and 
(g) mean percentage of TAF-positive nuclei in cardiomyocytes; (h) Mean cardiomyocyte area μm2. Data are mean ± SEM 
of n=3 per treatment group. More than 100 cardiomyocytes were quantified per age group. Asterisks denote *P < 0.05 or 
**P<0.001 using two-tailed t-test; (i) H9C2 cardiomyoblasts were induced to senescence (representative Sen-β-Gal image) 
via exposure to 10 Gy X-ray radiation; (l) Navitoclax treatment significantly reduced cell viability in senescent 
cardiomyoblasts in a dose dependent manner. Navitoclax had no effect on the viability of non-senescent cardiomyoblasts. 




Conclusion de la première étude 
 
Cette étude collaborative entre notre équipe et celle de JF.Passos de l’ « Institute for Ageing » de 
Newcastle a permis de conjuguer nos techniques d’isolement, purification et traitement des 
cardiomyocytes adultes, et notre savoir-faire sur l’hypertrophie et le stress oxydant cardiaque avec 
leur expertise concernant l’évaluation des dommages télomériques.  
 
Ainsi, nous avons démontré que les cardiomyocytes peuvent acquérir des caractéristiques de la 
sénescence en association avec l’âge. En effet, sur des cardiomyocytes isolés et enrichis, via une 
technique que j’ai développée au sein de notre laboratoire, le phenotype sénescence se traduit par 
l’acquisition de marqueurs classiques de la sénescence, comme l’expression d’inhibiteurs de cycle 
cellulaire tels que p16INK4a, p53, p15INK4b et p21CIP1. L’ensemble de ces résultats associés à l’utilisation 
de la stratégie de gène suicide permet pour la première fois de démontrer que les cardiomyocytes 
sont sensibles au processus de sénescence. Ce processus de sénescence des cardiomyocytes est 
logiquement retrouvé lors du vieillissement mais aussi dans un contexte de sénescence induite par 
un stress génotoxique. En outre, il est intéressant de noter certaines caractéristiques originales de ce 
processus, comme l’acquisition d’une structure hypertrophiée et l’acquisition d’un profil sécrétoire 
non-conventionnel (SASP). Ces derniers résultats sont le fruit d’un travail collaboratif particulier 
puisque l’étude du SASP a été principalement menée par notre équipe et l’évaluation de 
l’hypertrophie des cardiomyocyte a été réalisée au sein de l’institute for Ageing lors d’un séjour de 2 
mois financé par l’université Paul Sabatier (Bourse ATUPS). De plus, ce travail démontre le lien étroit 
qu’il existe entre l’induction de la sénescence et les dommages spécifiques aux télomères (TAF). De 
façon très intéressante, et contrairement à d’autre types cellulaires réplicatifs, la sénescence et 
l’apparition des TAF restent indépendant de la longueur des télomères. Les télomères constituent 
donc une structure particulièrement importante dans l’induction de la sénescence, même au sein de 
cellules post-mitotiques. Enfin, par l’utilisation de modèles de modulation du stress oxydant 
mitochondrial, comme le modèle de souris surexprimant le MAO-A, qui a été généré par le Dr. Jeanne 
Mialet-Perez (Villeneuve et al., 2013), nous avons démontré l’importance de ce phénomène dans 
l’apparition des TAF. L’altération mitochondriale couramment observée lors du vieillissement 
cardiaque pourrait ainsi être une source d’activation de la sénescence des cardiomyocytes et 






Model to explain cardiomyocyte senescence. In young adult mice, a continuous cycle of “physiological” low level ROS 
maintains a transient DDR which is a contributor to the low myocardial turnover. During ageing, mitochondrial 
dysfunction and low expression of antioxidant enzymes, induces “pathological” high ROS which randomly induces 
telomere-associated DNA damage that results in a permanent DNA Damage Response sufficient to robustly activate p21 
and p16 senescence pathways. Cardiomyocyte senescence is a driver of myocardial hypertrophy and may contribute to 





Etude 2 : Identification de marqueurs moléculaires 




L’objectif de cette étude est d’identifier de nouvelles cibles moléculaires pouvant spécifiquement 
signer la sénescence des cardiomyocytes. En effet, les marqueurs actuellement utilisés, en plus de 
manquer de spécificité, ne peuvent être utilisés pour signer l’acquisition d’un phénotype sénescent 
sein d’un type cellulaire particulier (Sharpless and Sherr, 2015). De plus, ces marqueurs ont été 
identifiés à partir de cellules en sénescence réplicative et leurs fonctions au sein des cellules post-
mitotiques reste à ce jour inconnu. La découverte de nouveaux marqueurs de sénescence spécifiques 
des cardiomyocytes est un enjeu majeur pour l’identification de la sénescence cardiaque, et la 
compréhension de la fonction des cellules sénescentes.  
 
Ainsi, nous avons utilisé les données transcriptomiques (RNA_seq) obtenus dans l’étude précédente 
sur des cardiomyocytes sénescents isolés et purifiés afin d’identifier 6 candidats potentiels nouveaux 
marqueurs de sénescence (voir Tableau 3). Ces marqueurs ont été validés sur différents modèles de 




Tableau 3. Liste des gènes candidats marqueurs de sénescence spécifiques des cardiomyocytes 
sénescents 
  
Gene name Protein name localization Fold increase (vs 3 months) p-value
Prom2 Prominin-2 Plasma menbrane 8,05 2,38x10-38
Pah Phenylaline hydroxylase Cytoplasm 6,24 1,6x10-27
Kcnk1 Potassium Two Pore Domain Channel Subfamily K Member 1 Plasma menbrane 4,13 3,4x10-14
Gene name Protein name localization Fold increase (vs 3 months) p-value
Edn3 Endothelin-3 Extracellular 3,66 1x10-19
Gdf15 Growt differentiation factor 15 Extracellular 2,10 1,86x10-6





Article 2 (en cours d’écriture) 
 
Expression of Prominin-2 and SASP specific factors GDF15, EDN3 and TGF-ß2 by 
cardiomyocytes delineate senescence associated hypertrophy and stress induced 
premature senescence. 
 
Maggiorani D1, Martini H1, Manzella N1, Brun S3, Dutaur M, Santelli J1, Gayon R4, Iché A4, Duthoit C4, 
Lairez O3, Parini A1, Passos JF5, Adams PD6, Douin-Echinard V1 and J Mialet-Perez1 
 
(1) Institute of Metabolic and Cardiovascular Diseases, UMR1048, 31432 Toulouse, Cedex 4, France 
(2) Paul Sabatier University, 31062 Toulouse, Cedex 9, France 
(3) Rangueil Hospital, CHU, 31059 Toulouse, Cedex 9, France 
(4) Vectalys, Parc Technologique du Canal, 31400 Toulouse, France 
(5) Ageing Research Laboratories, Newcastle University Institute for Ageing, Newcastle upon Tyne 
NE4 5PL, United Kingdom 








Dr Jeanne Mialet-Perez, jeanne.perez@inserm.fr 
Dr Victorine Douin-Echinard, victorine.douin@inserm.fr 
I²MC, Institute of Metabolic and Cardiovascular Diseases, UMR1048, 1 av Jean Pouhlès, BP 84225, 








Abstract (231 words) 
 
Age-associated diseases have now been demonstrated to be linked with the progressive 
accumulation of senescent cells within the failing tissue. Originally defined as a stable cell cycle 
arrest, cellular senescence is also characterized by deep remodeling of cell biology such as the 
acquisition of a senescence-associated secretory phenotype (SASP) and cellular hypertrophy. 
Senescence can be induced by telomeric attrition (replicative senescence) and by exposition to 
cellular stress signals such as oxidative stress, which induce telomeric damage, activation of the DNA 
Damage Response (DDR) and increased expression of CDKI genes (p16, p53/p21). These genes are 
classically used as markers of senescence because their expression increases in several tissues during 
ageing but they are not tissue-specific. Therefore, a real challenge resides in the identification of new 
specific markers associated to cardiomyocyte senescence. At the cardiac level, ageing is characterized 
by left ventricular hypertrophy, increased sensitivity to stress and highest risk of developing heart 
failure. As most cardiomyocytes are post-mitotic cells, characterization of physiological or stress 
induced premature senescence in these cells and their role in heart failure remain poorly understood. 
We demonstrated that cardiomyocyte senescence is characterized by the expression of Prominin 2, 
downstream of the p53 pathway, and by the acquisition of specific SASP factors, Edn3, Gdf15 and 
Tgfb2. These new markers offer innovative perspectives in the understanding and the identification 





Advanced age remains a strong predictor for poor outcomes in patients with chronic or acute heart 
failure (HF). HF is a highly heterogeneous pathology with different epidemiological and etiological 
profiles. However, age-related changes in cardiac structure and longer exposure to risk factors may 
render the elderly more prone to develop HF with preserved ejection fraction (HFpEF) (Lazzarini et 
al., 2013). Age related organ dysfunction is now clearly related to increased numbers of senescent 
cells in the tissue. At a cellular level, in replicative proficient cells, the progressive induction of a 
senescence program is defined by stable cell-cycle arrest involving cell cycle regulators (cycline-
dependent kinase inhibitors, CDKIs) and by the secretion of paracrine mediators (such as pro-
inflammatory cytokines, chemokines, proteases and growth factors) initially proposed as a 
mechanism to prevent tumorigenesis (Childs et al., 2015). Senescence has recently been shown not 
to be restricted to age dependent molecular changes. Indeed, molecular pathways of cellular 
senescence have been characterized during human and mouse morphogenesis (Muñoz-Espín et al., 
2013b; Storer et al., 2013) and during tissue repair, in the border zone of cardiac infarct area (Zhu et 
al., 2013) or in skin wounds (Demaria et al., 2014). The transient senescence profile in that case 
allows the coordination of different stromal cellular partners to facilitate angiogenesis and limitation 
of scar fibrosis mainly through paracrine mediators. However, the definition of cell senescence state 
may vary according to the cell population of interest. In the adult mammalian heart, cardiomyocytes 
are mostly post-mitotic cells, although a small percentage of mononuclear diploid cardiomyocytes 
could still afford weak proliferation potential (Bersell et al., 2009; Patterson et al., 2017; Senyo et al., 
2013). In this context, cell-cycle inhibitor expression (p21, p15 and Rb) that classically characterizes 
senescent cells is early achieved in most cardiomyocytes, after the first postnatal week in mice 
(Mahmoud et al., 2013; Pasumarthi and Field, 2002; Puente et al., 2014; Walsh et al., 2010). 
However, we and others have previously demonstrated that specific telomere dysfunctions, by 
genetically conditioned shortening (Sahin et al., 2011) or by increased telomere associated foci during 
ageing (Anderson J et al., submitted) could further activate DNA damage responses associated with 
p53-dependent downstream pathways. Moreover, targeted deletion of p16 positive senescent cells 
in mice during ageing or after gamma-irradiation and senolytic treatment could alleviate some 
features of cardiac ageing such as cardiomyocyte hypertrophy suggesting that senescence pathways 
in cardiomyocytes could be shared during ageing and adverse cardiac remodeling. Indeed, the 
interaction of these pathways with physiological ageing could contribute to increased susceptibility of 
the elderly to HFpEF. At present, there is a strong need to identify and compare cardiomyocyte-
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specific senescence pathways associated with physiological cardiac and pathological heart 
remodelling. In-depth understanding of pathological cardiac ageing requires the development of new 
cardiac predictor tools in order to detect and follow cardiomyocyte senescent pathways. 
Thanks to the depletion of endothelial and immune stromal cardiac cells we previously performed 
RNA-sequencing on highly enriched aged cardiomyocytes and identified a network of genes with 
enhanced expression during physiological senescence (Anderson R et al., submitted).  
In this study, we focused on stress-induced premature cardiomyocyte senescence models and 
validated key gene expression networks identified during physiological cardiomyocyte senescence 
and pathological cardiac remodelling. 
As mitochondrial dysfunction and ROS production have been tightly associated with telomere 
associated damages and cardiac ageing, we used two models known to increase ROS production and 
induce heart failure, by treatment with the anti-tumor drug doxorubicin or by triggering mono-amine 




Stress induced premature senescence by doxorubicin in h9c2 enhances the expression of genes 
identified in aged cardiomyocytes 
 
We previously identified 6 genes highly up-regulated in cardiomyocytes with ageing in mice by RNA-
sequencing. These genes encoded secreted factors (Gdf15, Tgfb2, Edn3), a transmembrane 
glycoprotein (Prom2) the potassium channel (Kcnk1) and the phenylalanine hydroxylase, Pah, a 
cytoplasmic enzyme catalyzing tyrosine formation. Gdf15 and Tgfb2 belonged to the TGF-ß family and 
have previously been associated with heart failure, cardiac fibrosis and ageing (Chan et al., 2016; Ek 
et al., 2016; Kempf and Wollert, 2009). Edn3 is part of the endothelin family and its expression has 
been shown to increase with age in the renal medulla of Wistar rats (Lattmann et al., 2005). We 
asked if the combination of some of these genes could compose a specific cardiomyocyte senescence 
signature. To this purpose H9c2 cardiomyoblats were treated for 96h with doxorubicin (doxo) to 
promote stress induce premature senescence (SIPS) (Figure 1). As expected, doxorubicin treatment 
increased relative gene expression of the cell cycle inhibitors p21 and p15 (Figure 1A), and activation 
of the p53 pathway, monitored by phosphorylation of p53 protein (p-p53) (Figure 1B). SIPS induction 
in H9c2 was further confirmed by the use of lentiviral vectors harboring reporter genes under the 
control of the p21 promoter or p53 response elements (p53RE) (Figure 1C). As shown in figure 1D, 
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Doxo treatment significantly increased the percentage of single (p53RE+ p21-; p21+, p53RE-) and 
double (p53RE+, p21+) positive cells in the culture. The trigger of p53-dependent pathway in double 
positive h9c2 treated cells was associated with a significant increase in mean cardiomyoblast size 
compared to control cells and doxo treated p53RE- p21- cells (Figure 1E). These results suggested 
that the p53 pathway could control senescence associated cardiomyoblast hypertrophy. 
We then tested the expression of the 6 genes previously identified in cardiomyocytes from old mice. 
As shown figure 1E, Prom2 and Kcnk1 were induced by 6-8 fold compared to control-treated 
cardiomyoblasts and Pah and Edn3 expression increased 20-25 fold. Gdf15 increased 5 fold whereas 
Tgfb2 expression was moderately but significantly induced by doxo treatment. 
In conclusion, doxo treatment in cardiomyoblast cultures mimicked age related gene modifications 
and cellular hypertrophy, features associated with cardiac ageing. We then assessed whether doxo 
treatment in vivo could recapitulate cardiomyocyte SIPS signature observed in vitro. To this purpose, 
young mice were injected ip with doxo (5 mg/kg), three times, every 2 other days then hearts were 
collected 4 weeks after the last injection (Supplementary figure 1). Induction of SIPS-related gene 
expression by doxo treatment was validated by up-regulation of p21 gene expression in cardiac tissue 
compared to control PBS injected mice. Whereas this protocol did not induce Prom2, Kcnk1 and Pah 
gene expression, doxo significantly stimulated the expression of genes encoding the secreted 
proteins Gdf15 and Tgfb2, with a trend for Edn3 expression (Supplementary figure 1). These results 
showed that in vivo doxo treatment triggered partial stress induced premature cardiomyocyte 
senescence as revealed by the association of p21 expression with specific cardiomyocyte SASP 
factors, Gdf15 and Tgfb2. 
 
Degradation of mono-amine oxidase-A substrate and ROS production stimulated SIPS and partially 
induced age-related cardiomyocyte gene expression 
 
In a second step, we asked if the endogenous enzymatic activity of monoamine oxidase-A (MAO-A), 
associated with ROS production, could be sufficient to drive age-related cardiomyocyte gene 
expression. Expression and activity of MAO-A localized at the outer membrane of mitochondria have 
been previously shown to increase in cardiomyocyte with ageing. Degradation of its substrate, 
biogenic amines such as catecholamine and serotonin, leads to H2O2 that can be converted into 
highly reactive hydroxyl radical. Furthermore, we have previously shown that cardiac MAO-A 
surexpression increases oxidative stress, cardiomyocyte mitochondrial dysfunction and heart failure 
(Villeneuve et al., 2013). 
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H9c2 cardiomyoblasts constitutively expressing MAO-A were treated with tyramine and relative gene 
expression of the classical senescence associated genes was monitored. After 96h treatment, H9c2 
up-regulated CDKIs of the INK4 family (p15 and p16) as well as the p53-downstream effector p21 
CDKI (Figure 2). This premature senescence phenotype was associated with a selective increase in 
Prom2, Gdf15 and Tgfb2 relative gene expression whereas Kcnk1 and Edn3 were not. 
In a second set of experiments, we tested the impact of tyramine treatment on SIPS induction thanks 
to the use of lentiviral vectors with reporter genes under the control of the p16 promoter or the p21 
promoter and immunofluorescence analysis. Chronic treatment of the transduced H9c2 with 
tyramine for 10 days led to the detection of single (p16+) and double positive (p21+, p16+) h9c2 with 
p16 promoter activity confirming the triggering of SISP (supplementary figure 2A).  
We asked whether this oxidative stress induced premature cardiomyocyte senescence signature 
could be assessed in vivo in transgenic mice with cardiomyocyte specific MAO-A surexpression 
(supplementary figure 2B). As expected, forced MAO-A activity in cardiomyocytes induced in vivo an 
increased expression of the CDKI genes p16, p15 and p21, reflecting the triggering of oxidative stress 
induced cardiomyocyte senescence. These INK4 and p21 dependent senescence pathways were 
associated with significant induction of the three cardiomyocyte derived SASP factors, Gdf15, Tgfb2 
and Edn3 while the non-secreted protein encoding genes, Pah and Knck1, were conversely 
significantly down-regulated (supplementary figure 2B).  
 
Activation of p53 controls Prom2 and Gdf15 expression. 
 
In order to evaluate the role of the p53 dependant pathway in SIPS and aged related cardiomyocyte 
gene expression, H9c2 were treated with nutlin3a, a potent inhibitor of p53-MDM2 interaction 
leading to p53 accumulation and senescence induction in serum-supplemented cell cultures 
(Leontieva and Blagosklonny, 2010). As expected, activation of the p53 pathway by nutlin3a induced 
the up-regulation of p21 relative gene expression but not of the INK4 family (p16, p15). H9c2 
transduced with the p53RE and p21 lentiviral reporter vectors were treated by nutlin3a and analyzed 
by immunofluorescence microscopy (Figure 3B). We observed that nutlin3a treatment specifically 
increased the percentage of p53RE+ H9c2, single (p53RE+, p21-) or double (p53RE+ p21+) positive 
cells whereas the percentage of single p21+ H9c2 was not significantly modified (Figure 3C). 
Interestingly, as for doxo treatment, the stimulation of the p53 pathway, identified in double positive 
p53RE+ p21+ h9c2 treated cells was associated with significant increase in cell size compared with 
nutlin3a treated p53RE- p21- h9c2 and control h9c2 (Figure 3D). 
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We next analyzed the ability of p53 to up-regulate expression of genes associated with 
cardiomyocyte ageing. Relative gene expression analysis showed significant up-regulation of Prom2 
and Gdf15 in Nutlin3a treated H9c2 whereas Pah, Kcnk1, Edn3 and Tgfb2 were not (Figure 3E). This 
result is in agreement with the presence of p53 response elements identified in the promoter of the 
human Prom2 gene (Lyakhov et al., 2008) and the human Gdf15 gene (Osada et al., 2007) suggesting 
a direct transcriptional control of these genes by the p53 protein in rat cells. In conclusion, we 
showed that nutlin3a treatment and increased p53 availability is intimately associated with cell size 
growth and partially reproduced transcriptional gene signature of aged cardiomyocytes with specific 
up-regulation of Prom2 and Gdf15 but not of Pah, Kcnk1, Edn3 and Tgfb2. 
 
Induction of Prom2 gene expression is associated with physiological cardiac senescence in mice and 
rats. 
 
In order to delineate a specific marker to identify senescent cardiomyocytes, we selected genes that 
were significantly increased with age, induced by SIPS and which encode plasmatic membrane 
(Prom2, Kcnk1) or intracellular (Pah) proteins, excluding secreted proteins (Gdf15, Edn3 and Tgfb2). 
We first evaluated the tissue-specificity of Prom2, Kcnk1 and Pah gene expression with ageing by 
comparison of cardiac tissue with others organs such as liver, kidney, lung, brain and the intestine 
from young or old mice. As shown in figure 4A, p16, p15 and p21 CDKIs were induced at various levels 
in several tissues and were not specific of the ageing heart, as previously reported (Sharpless and 
Sherr, 2015b). At the contrary, ageing induced major expression of Prom2, Kcnk1 and Pah in the 
heart compared to other tissues (Figure 4A). In order to check cell-specificity, we compared relative 
gene expression of Prom2, Kcnk1 and Pah in cardiomyocytes and in the stromal cell fraction 
constituted by heterogeneous non cardiomyocyte cell types such as endothelial cells, fibroblasts, 
smooth muscle cells and immune resident cells (Figure 4B). We observed, with ageing, a significant 
up-regulation of p16 and p21 CDKIs both in cardiomyocytes and cardiac stromal cells from old mice 
compared to young whereas p15 induction significantly increased in cardiomyocytes only. Relative 
expression of Prom2, Kcnk1 and Pah displayed a 20-fold increase in aged cardiomyocytes compared 
to young whereas ageing led to a 5-fold increase in cardiac stromal cells. These results confirmed that 
cardiomyocytes undergoing physiological senescence preferentially up-regulated the genes of 
interest compared to cardiac stromal cells.  
We then evaluated the physiological senescence signature of cardiomyocytes in rats and confirmed 
the up-regulation of p16, p15 and p21 CDKI relative gene expression with ageing. Conversely, only 
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Prom2 gene expression was significantly increased in the heart of aged rats whereas Pah was 
unchanged and Kcnk1 significantly decreased (Figure 4C).  
These results unambiguously identified Prom2 as a specific transcriptional signature of physiological 
cardiac senescence in mice and rats and prompted us to study this marker at the protein level. 
 
Prom2 expression delineated hypertrophic senescent cardiomyocytes in aged mice and humans. 
 
Thanks to the use of commercially available antibody against Prominin2 (see Material and Methods), 
immunohistofluorescence was performed on cardiac left ventricle cryosections from young or old 
mice and Prom2 staining was analyzed by confocal microscopy (Figure 5A). Numeration of 
cardiomyocytes positive for Prominin-2 showed increased percentage in aged mice compared to 
young (Figure 5B). In aged mice, bright Prominin-2 staining was observed in cardiomyocytes, close to 
and at the plasma membrane visualized by wheat germ agglutinin staining (WGA+) whereas in young 
mice, Prominin-2 staining was scattered and poorly co-localized with plasma membranes of 
cardiomyocytes.  
In order to determine whether Prominin-2 expression could delineate senescent cardiomyocytes, 
mean cell area of aged Prom2+ or Prom2- cardiomyocytes was measured and compared with young 
cardiomyocytes (Figure 5C). We showed that cardiomyocytes from aged mice expressing Prom-2 
were hypertrophic compared to aged Prom-2 negative cardiomyocytes and young cardiomyocytes, 
suggesting that Prom-2 expression specifically identified cardiomyocytes undergoing senescence-
associated hypertrophy. 
In order to explore the validity of such marker in humans, atrial biopsies from patients at different 
ages without cardiomyopathy were tested for PROM2 gene expression. Interestingly, we find a 
correlation between age and PROM2 expression, revealing increased gene expression of PROM2 in 
cardiac tissue with ageing (Figure 5D). To assess if pathological settings could modulate PROM2 
expression with age, biopsies from aged patients with heart failure with preserved ejection fraction 
(HFpEF) or heart failure with reduced ejection fraction (HFrEF) were tested for PROM2 gene 
expression (Figure 5E). Whereas p16 and p21 CDKI gene expression was not significantly increased 
compared to young donors, PROM2 was specifically up-regulated in aged donors with cardiac HEpEF. 
Interstingly, patients with HFpEF exhibit also left ventricular hypertrophy and these results are 
consistent with the above findings in aged mice, confirming the strong link between age-related 






In this study, we have characterized a network of genes specifically associated with cardiomyocyte 
senescence (Prom2, Pah, KcnK1, Edn3, Gdf15, Tgfb2) and have compared their expression profile 
during physiological cardiac ageing in C57BL/6 mice and in different models of SIPS. Interestingly, 
three of these genes, Edn3, Kcnk1 and Pah, have previously been reported to be up-regulated in 
cardiac tissue from aged mice of the FBV background using microarrays (Inuzuka et al., 2009). A 
recent concept states that senescence pathways may vary according to organs and cell types so there 
is a need to identify specific molecular signature (Bernardes de Jesus and Blasco, 2012; Sharpless and 
Sherr, 2015b). Here, we provide evidence that combination of these markers identified by a high-
throughput screening (RNAseq) on highly enriched cardiomyocytes from aged mice is highly specific 
for cardiomyocyte senescence in the context of ageing in vivo and in two different models of 
oxidative stress induce premature senescence in vitro (doxorubicin treatment or activation of MAO-A 
to generate H2O2 production).  
The senescence of cardiomyocytes is characterized by the acquisition of an original SASP including 
both EDN3, GDF15 and TGFß2. Induction of Gdf15 or Tgfb2 expression was also observed, at lesser 
extent, in cardiac stromal cells with ageing, and in some other organs during ageing. In a previous 
study, the secretion of these markers in the plasma of aged mice was validated by ELISA with a 
significant increase for EDN3 and GDF15, but a trend for TGFß2 (Anderson R et al., submitted). 
Nevertheless, the co-expression of these three genes by senescent cardiomyocytes could constitute a 
specific signature for cardiac ageing and a new secretory phenotype for this cell type. It should be 
interesting to consider studying this SASP for its autocrine and paracrine effects on surrounding cells. 
The use of recombinant endothelin3, TGFß2 and GDF15, either alone or in combination to treat adult 
cardiomyocytes or H9c2 cells, as well as cardiac stromal cells, could give us information about their 
role in the induction of hypertrophy, fibrosis and paracrine senescence. Endothelin family petides 
(EDN1, EDN2 and EDN3) and TGFß2 are already known to promote cardiac cell hypertrophy (Bupha-
Intr et al., 2012; Schultz et al., 2002b; Tamamori et al., 1996), but also to induce pro-fibrotic 
responses (Dobaczewski et al., 2011; Rodríguez-Pascual et al., 2014; Wu et al., 2016a). In addition, 
some other studies demonstrated that these molecules have the ability to promote the induction of 
senescence, making them good candidates for paracrine senescence (Katakura et al., 1999; Olmos et 
al., 2017). The expression of Edn3 and Tgfb2 could therefore cause a deleterious context for the 
development of cardiac pathologies with an action on the cardiomyocytes themselves but also the 
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neighboring cells. In addition, GDF15, which is a Tgfβ receptor ligand, has a paradoxical effect on the 
heart. It is secreted during cardiac failure (Chan et al., 2016) and can exert a protective effect against 
ventricular dilatation in transverse aortic constriction models (TAC) (Xu et al., 2006). As such, GDF15 
is a biomarker that tends to be used as a signature for cardiac injury (George et al., 2016). Other 
studies showed that GDF15 has a protective effect against apoptosis, but it remains an inducer of 
cardiomyocyte hypertrophy (Heger et al., 2010). In addition, the expression of Gdf15 is found in 
association with irradiation-induced SISP and cigarette smoke (Park et al., 2016b; Wu et al., 2016b). 
Interestingly, our experiments showed that part of the senescence signature of cardiomyocytes was 
dependent on the activation of p53. Using Nutlin3a, we observed specific activation of the p53/p21 
pathway without activation of the INK4 family genes. Interestingly, both Prom2 and Ggf15, which 
display responsive elements for p53 in their promoters, showed upregulation with Nutlin3a (Lyakhov 
et al., 2008; Osada et al., 2007). During ageing, an important role for p53 has been demonstrated in 
the heart, which could explain the regulation of Prom2 and GDF15. The translation of our findings in 
the context of cardiac remodeling induced by stress in vivo, demonstrated the upregulation of 
classical senescence pathways such as p21 and p16 associated with Edn3, Gdf15 and Tgfb2 induction. 
However, in these two distinct models of cardiac stress, injection of doxorubicin and overexpression 
of cardiac MAO-A, we did not detect any up-regulation of Prom2, Pah or Kcnk1 suggesting a strong 
relationship between these genes and physiological senescence. Most interestingly, Prominin2 
expression, which is induced both during mouse and rat cardiac ageing shows a good correlation with 
age in human atrial samples. In addition, analysis of Prominin2 expression revealed strong association 
of this marker with cardiomyocyte hypertrophy during ageing or during p53 dependent stress-
induced senescence. Markedly, Prom2 was specifically upregulated in aged human samples that 
displayed cardiac hypertrophy and HFpEF suggesting a causative link between Prom2 expression and 
senescence-associated hypertrophy.  
Prominin2 is a membrane glycoprotein originally identified in renal epithelial cells with structural and 
partial homology with prominin1 (CD133), a marker of stem cells (Fargeas et al., 2003; Walker et al., 
2013). Prominin2 has been localized in cell protrusions, such as the primary cilium but its function 
remains poorly described. In the study performed by Singh et al., overexpression of Prominin 2 in 
fibroblasts increased the number of cilia and decreased the number of caveolae (Singh et al., 2013). 
Caveolae are membrane microdomains appearing as lipid invaginations, which are mainly composed 
of cholesterol and caveolin (Caveolin1 -2 or -3) (Parton and Simons, 2007) and serve as transduction 
platform for signaling pathways (Fridolfsson et al., 2014; Lamaze et al., 2017). Singh's study suggested 
that the Prominin 2 membrane could capture cholesterol, making it unavailable for caveola 
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formation. With aging, a disruption of caveolae structures is observed in cardiac tissue (Ratajczak et 
al., 2003) and a recent study demonstrated that decreasing caveolae in fibroblasts induced a 
senescent phenotype associated with mitochondrial dysfunction and activation of p53 (Yu et al.). In 
addition, caveolae negatively regulate cardiomyocyte hypertrophy in vivo and in vitro (Horikawa et 
al., 2011; Markandeya et al., 2015; Wu et al., 2017). Thus, overexpression of Prominin2 in senescent 
cardiomyocytes may reduce the amount of caveolae, promoting hypertrophy and cardiac dysfunction 
(Fridolfsson and Patel, 2013; Insel and Patel, 2009). This hypothesis will need to be evaluated in 
future studies. 
We have demonstrated that senescent cardiomyocytes overexpressed Kcnk1 gene in mice but this 
gene expression profile was not conserved in rat or humans. The latter encodes a membrane protein 
which regulates potassium (K+) levels in cardiomyocytes during repolarization (Enyedi and Czirják, 
2010; Lesage et al., 1997). KCNK1 is strongly expressed in the atria and to a lesser extent in the 
ventricles (Gaborit et al., 2007). However, its role in cardiac physiology and pathophysiology remains 
poorly described. Recent work by Christensen shows that repression of KcnK1 leads to atrial 
fibrillation (AF) in zebrafish and that decreased expression of Kcnk1 in humans is associated with AF 
(Christensen et al., 2016). In addition, another study demonstrated overexpression of Kcnk1 in the 
endocardium of IC patients, confirming that deregulation of KcnK1 expression is associated with a 
cardiac pathological context (Heidecker et al., 2010). Finally, the Pah gene, which encodes for an 
intracellular protein, phenylalanine hydroxylase is also a new marker of cardiomyocyte senescence. 
This protein mainly allows the hydrolysis of phenylalanine to tyrosine and its repression is the cause 
of a severe pathology phenylketonuria (Mitchell et al., 2011). Tyrosine is an essential amino acid for 
the synthesis of catecholamines (Fernstrom and Fernstrom, 2007) which are the substrates of MAO-A 
and MAO-B. These enzymes can be the source of oxidative stress, and by the latter, contribute to 
senescence induction in cardiomyocytes, as demonstrated in the first part of the study (Maggiorani et 
al., 2017). In accordance with our data, overexpression of Pah in the elderly heart has been 
previously reported, but this study did not evaluate cardiomyocyte specificity (Park et al., 2009). 
In conclusion, we have identified a novel molecular signature specifically associated with 
cardiomyocyte senescence. We believe that the identification of these new markers could bring new 
and more fundamental notions on the general biology and function of cardiomyocytes in senescence. 
This specific characterization of gene expression networks associated with cardiomyocyte senescence 





Material and methods 
 
Animals and procedure 
For evaluation of gene expression during senescence, male C57BL/6J mice were purchased from 
Janvier-Labs and studied at the age of 3-5 months (young group, Y) and 20-24 months (old group, O). 
Heart and other organs (liver, kidney, lung, brain and intestine) were collected and snap-frozen in 
liquid nitrogen after lethal pentobarbital injection. Sprague Dawley rat from Janvier-Labs were 
sacrificed at 3 months (Young group, Y) or 24 months old (Old group, O) and the whole heart was 
collected and snap-frozen in liquid nitrogen. Study of cardiomyocytes senescence was performed on 
20 weeks old C57BL/6 MAO transgenic mice (tg-MAO) with cardiac overexpression of monoamine 
oxidase-A (MAO-A) and control littermates. This animal model was previously designed and validated 
in our laboratory (Villeneuve et al., 2013) and allows the specific surexpression of MAO-A in the adult 
cardiomyocytes thanks to the alpha-MHC promoter. For the doxorubicine (doxo) treatment, 6 weeks 
old C57BL/6 mice were treated by intraperitoneal injection at day 0, day 4 and day 7 with 5 mg/kg 
doxo or PBS as control. Four weeks later, animals were sacrificed. All mice were maintained under 
specific pathogen-free conditions and handled according to procedures performed in accordance 
with the recommendations of the European Accreditation of Laboratory Animal Care (86/609/EEC) 
and guidelines established by the Ethics and Animal Safety Committee of INSERM Toulouse/ENVT 
(agreement number: C31 555 07). 
 
Cell culture and stress induced premature senescence (SIPS) 
H9c2 cells from ATCC (ATCC® CRL-1446™) were cultivated with DMEM-Glutamax (Gibco) containing 
10 % SVF (Sigma-Aldrich) and 1 % penicillin-streptomycin (Sigma-Aldrich). Cells were incubated at 
37°C under 5 % CO2 in a humidified atmosphere and treatment started when cells reach 80% of 
confluence. During 96 h, the cells were daily treated with a freshly prepared solution of doxo (Sigma-
Aldrich), nutlin3a (Sigma-Aldrich) or tyramine (Sigma-Aldrich). Doxo was used at 100 nM, tyramine at 
500 μM and nutlin3a at 5 μM. For doxo and tyramine, distilled water was used as negative control 
and for nutlin3a treatment, DMSO 0.1 % was used as negative control. 
 
Lentiviral transduction and quantification 
The following lentivectors used in this study were developed by Vectalys in collaboration with our 
team: rLV_pTP53RE.TagZsGreen (p53 response element [p53RE]), rLV_pCDKN2A.TagTurboGFP (p16) 
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and rLV.pCDKN1A.TagTdTomato (p21). The transduction protocol was performed in agreement with 
Vectalys® instructions. Transduction was realized at 80 multiplicity of infection (MOI) with 4µg/mL of 
polybrene. After 6 h, the vectors were removed, cells were washed and incubated with fresh medium 
for 72 h. Then, cells were treated with doxo, nutlin3a or tyramine as described above. After 
treatment, cells were washed with PBS and fixed 10 min with 4 % paraformaldehyde (PFA). After 
nuclei staining with DAPI (Sigma), cells were layered with mounting medium (fluoromount aqueous 
mounting medium, Sigma Aldrich) and covered with coverslips. Image acquisition was performed on 
a Zeiss Axio Observer Z.1m inverted microscope (Carl Zeiss). The fluorescence intensity and the size 
of 100 cells was quantified for each condition with imageJ software. 
 
Cardiomyocytes isolation 
After injection of intraperitoneal pentobarbital (200 mg/kg) and heparin (150 units), heart was 
isolated and placed in Krebs calcium free buffer (130 mM NaCl, 5.4 mM KCl, 1.4 mM MgCl2, 0.4 mM 
NaH2PO4, 4.2 mM HEPES, 10 mM glucose, 20 mM taurine and 10 mM creatine monohydrate, pH 7.2). 
Then, the heart was quickly excised and the aorta was cannulated for retrograde perfusion in a 
Langendorff apparatus at a constant flow rate of 3 mL/min at 37 °C. The heart was perfused for 5 min 
with Krebs buffer, followed by 8-10 min of digestion with Krebs buffer containing 12.5 µM CaCl2 
(Sigma Aldrich) and 0.52 Wünsch/mL of liberase TM (Roche Diagnostics). After the digestion, the 
heart was removed and the left ventricle was dissected and minced with scissors. After complete 
releasing of cardiomyocytes, cells were placed in a stopping buffer containing Krebs buffer, CaCl2 
(12.5 µM) and 1% bovine serum albumin (Sigma-Aldrich). Dispersed myocytes were then filtered 
through a 200 µm mesh (Dutscher) and allowed to sediment by gravity for 10 min. The supernatant 
was removed and the pellet kept for RNA extraction at -80°C. 
 
Stromal cells isolation 
Adult mice were first anesthetized with an intraperitoneal injection of pentobarbital (200 mg/kg) and 
heparin (150 units). The heart was washed with 10 mL of PBS perfusion and minced into small pieces 
of 2 mm². Heart pieces were digested, under agitation, at 37°C in RMPI medium (Gibco) +13 
Wünsch/mL of liberase TM, twice for 10 min. This concentration of liberase did not allow the 
recovery of viable cardiomyocytes. After digestion, RPMI medium + 10 % SVF (Sigma) was added in 
order to stop the enzymatic reaction and the cellular fraction was filtered with a 100 μm mesh 
followed by a 40 µm mesh in order to remove large cell fragments and residual cardiomyocytes. 




RNA extraction from cells and tissue 
Cells were lysed in RLT from RNA easy plus mini-kit (QIAGEN) supplemented with 1% β-
mercaptoethanol. For whole tissue extraction, 30 mg of tissue was lysed in RLT + β-mercaptoethanol 
and mechanical homogenization with beads (3 min, 30 agitations/second, Precellys). Before RNA 
extraction, digestion was perfomed with 6 mAU of proteinase K (Qiagen) diluted in RNase free water 
for 10 min at 55°C. All RNA extractions were made by following instructions of the RNA easy plus 
mini-kit (QIAGEN). An additional step of genomic DNA elimination was performed thanks to the 
RNAase Free DNase set (Qiagen). After extraction, RNA concentration and quality were evaluated by 
spectrophotometry (ND-100 Nanodrop, thermofisher). 
 
Retro transcription and Real-Time PCR 
The RNA was retrotranscripted into cDNA by the High capacity cDNA retrotranscription kitTM (Applied 
biosystem). Real time PCR reaction was performed on a VIAA7 thermocycler system (Applied 
biosystem) in 384 wells by using the SYBR-Green reagent (Takara-Clontech) and specific primers. 
Gene transcripts were normalized to Gapdh (for mice and rat samples) and to B2M and RPLP0 (for 
human experiment) gene expression. Relative mRNA compared to control group was calculated using 
the comparative cycle threshold (CT) method (2− ΔΔCt). 
Primers used for PCR were the following:  
Species Gene Forward Reverse 
Mice 
Prom2 CCTTCCCGGCAGAGTTGATAA AATCACAGCACACACCACGT 
Edn3 ACACGCTTGCGTTGTACTTG CTCCCGGAATAACTGGTGACA 
Tgfb2 TCCCCTCCGAAAATGCCATC ACTCTGCCTTCACCAGATTCG  
Pah TGGATAAGCGTAGCAAGCCC  CCAGGGCACTGTGTTCTTTTC 
Cdkn1a GCAGAATAAAAGGTGCCACAGGC CCGAAGAGACAACGGCACACT 
Kcnk1 CGGAATCACGTGTTACCTGC TGAACTTCTTCAGCTCGTGGA 
Cdkn2a  CCGAACTCTTTCGGTCGTACCC CTGCTACGTGAACGTTGCCCA 
Cdkn2b AGATCCCAACGCCCTGAAC CAGTTGGGTTCTGCTCCGT 
Gdf15 ACCAGAGCCGAGAGGACTCGAA TGGGACCCCAATCTCACCTCTG 
Gapdh AGGTTCGGTGGAACGGATTTG TGTAGACCATGTAGTTGAGGTCA 
Human 
PROM2 TGTAGGGCCTTGTGGGGTGA AGAGCTACCGAAGTCCTGTGG 
CDKN1A GACCATGTGGACCTGTCACT GGAGTGGTAGAAATCTGTCATGC 
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CDKN2A GCACCAGAGGCAGTAACCAT TTTCCCGAGGTTTCTCAGAGC 
CDKN1A ACTAGTGGAGAAGGTGCGAC CATCATCATGACCTGGATCGC 
β2MG GATGAGTATGCCTGCCGTGT TGCGGCATCTTCAAACCTCC 
RPLP0 TTGCTGGCCAATAAGGTGCC AAAAGGAGGTCTTCTCGGGC 
Rat 
Prom2 CTATAGAACCCACCGGGCAAG  GGGCTCTGGAACAGAGGTTAC  
Pah CGCTGCTAAGCTAGACACCTC AGCTTGTTTCCTGCCCAAAGT 
Cdkn1a TGTGATATGTACCAGCCACAGG CGAACAGACGACGGCATACT 
Kcnk1 GCTGGAGGCCAGCAATTATG CCATAGCCTGTGGTGGAGAG 
Cdkn2a  CCCCGATACAGGTGATGATG CAGTTCGAATCTGCACCATAGG 
Cdkn2b GACAGGTGGAGACGGTGC GCCCATCATCATGACCTGGA 
Gapdh TCTCTGCTCCTCCCTGTTCTA TCCGATACGGCCAAATCCGTT 
 
Immunofluorescence 
Hearts were included in optimal cutting temperature compound (OCT) (Sigma Aldrich) and snap 
frozen under ice-cold 2-methylbutane (Sigma Aldrich). Heart frozen sections (5 µm) were fixed 10 
min with 4 % PFA and permeabilized with triton X-100 0.2 % for 20 min. Then, unspecific sites were 
blocked with PBS, 2 % BSA (Sigma Aldrich) 1 h at room temperature. Incubation with specific primary 
Prominin2 antibody (Rabbit anti Prominin2, Abcam Ab74997, 1:100) was realized overnight at 4°C. 
After 3 washing with PBS-Tween 0.025%, incubation with secondary antibody (Goat anti rabbit-alexa 
fluor 488, Thermofisher A11008, 1:500) and texas-red WGA (Thermo fisher W21405, 1:100) was 
done. Nuclei were stained with DAPI (SIGMA) and slides were mounted with mounting medium 
(fluoromount Aqueous mounting medium, Sigma Aldrich). Images were acquired with confocal 
microscope LSM780 (Carl Zeiss). For the quantification of Prominin-2 positive cardiomyocytes 
(PROM2+), images were analyzed with ImageJ software and cells harboring 80% of Prominin-2 
staining at the plasma membrane were considered as positive with a total count of 100 
cardiomyocytes per heart. Cardiomyocyte area was measured with imageJ software  
 
Western Blot 
H9c2 cells were lysed using RIPA buffer (25mM Tris, 150mM NaCl, 1% NP-40, 0.1% SDS) containing 
phosphatase (PhosStop, Roche) and protease inhibitors (Protease inhibitor cocktail, Sigma Aldrich). 
Equal amounts of protein were separated by sodium dodecyl sulfate–polyacrylamide gel 
electrophoresis (SDS-PAGE) and transferred on nitrocellulose membrane (Transblot turbo transfer 
system, Biorad). After 1 h of blocking with PBS, 0.1 % Tween, 5 % BSA, incubation with primary 
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antibody (Rabbit anti p-p53, Cell Signaling 9284, 1:500; Mouse anti p21, Santa Cruz SC-6246, 1:200; 
Rabbit anti β-Actin, Cell signaling 4970, 1:500) was performed overnight at 4°C. Then, after 3 
washings with PBS-Tween 0.1%, secondary HRP coupled antibody (Anti-rabbit IgG, HRP-linked 
Antibody, Cell signaling 7074 1:1000; Anti-mouse IgG, HRP-linked Antibody, Cell signaling 7076 
1:1000) was added and incubated 2 h at room temperature. Proteins were revealed by ECL-Prime 
(Biorad) and image acquired with Bio-Rad ChemiDoc XRS+ camera. Relative densities were quantified 
using the ImageLab 4.0 software (Bio-Rad) and β-Actin was used as loading control. 
 
Human sampling: 
Patients samples were obtained after informed consent in accordance with the declaration of 
Heslinki and stored at the “CRB Cancer des Hôpitaux de Toulouse (BB-0033-00014)” collection. 
According to the French law, CRB Cancer Collection has been declared to the Ministry of Higher 
Education and Research (DC-2008-463) and obtained a transfer agreement (AC-2008-820) after 
approbation by ethical committees. Clinical and biological annotations of the samples have been 
declared to the CNIL (Comité National Informatique et Libertés). Patients without cardiomyopathy 
and less than 60 years old were classified as young (Young group, Y). Patients without 
cardiomyopathy and more than 65 years old were classified as aged (Old group, O). Aged patients 
with heart failure were classified in two different categories. Patients with heart failure with 
preserved ejection fraction (O + HFpEF) and patients with heart failure with reduced ejection fraction 
(EF< 50 %) (O + HFrEF). Heart failure diagnostic was performed according to SFC (Société francaise de 
cardiologie) guidelines. Patients with HFpEF exhibit left ventricular hypertrophy (ventricular septum 
thickness > 12mm) which was measured by echocardiography.  
 
Statistical analysis 
Results are expressed as mean ± SEM. The statistical significance between the two compared groups 
was estimated with the unpaired student’s two tailed t-test (t-test student) or with the 
nonparametric Mann-Whitney’s U test (Mann-Whitney). Multiple comparisons were performed by 1-
way ANOVA with Tukey’s post-hoc test and for sample without Gaussian distribution with the 
Kruskal-Wallis test with Dunn’s post-hoc test. Difference between groups were tested with Prism 
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Figure 1. Doxorubicine drives cardiomyocyte senescence signature: (A) Real Time PCR gene 
expression of classic senescence signature in H9c2 treated 96 h with doxorubicine (doxo) or distilled 
water (ctrl). Data are mean ± SEM of relative expression vs ctrl group. n=4 or 7 independent 
experiments. Statistical analysis was performed by student t-test (Cdkn2a) or Mann-Whitney test 
(Cdkn2b, Cdkn1a). *P<0,05; ***P<0.001; P<0.0001 vs ctrl. (B) Evaluation of p21 and p-p53 
(phosphorylated p53) protein expression by western blotting in ctrl treated and doxo treated H9c2. 
Data are mean ± SEM of n=4 experiments. Statistical analysis was performed by Mann-Whitney test. 
*P<0,05 vs ctrl. (C) Representative epifluorescence acquisition of H9c2 transduced by p21 (red) and 
p53RE (green) lentivectors and treated with doxo or distilled water (ctrl). Nuclei (blue) were stained 
with DAPI. Scale bar = 100µm. (D) The number of fluorescent single positive cells for p21 (p21+) or 
p53RE (p53+) and double positive cells (p21+/p53+) was evaluated in doxo treated cell and control 
after microscopic fluorescence acquisition. Data are mean ± SEM of n=3 experiments. Statistical 
analysis was performed by student t-test. *P<0,05; **P<0.01; ***P<0.001 vs control. (E) Area 
measurement of double positive cells for p53RE and p21 (doxo p21+ p53+) and double negative (doxo 
p21- p53-) in doxo treated cells compared to double negative control cells (ctrl p21- p53-). Data are 
mean ± SEM of n=3 experiments. Statistical analysis was performed by One-Way ANOVA. *P<0,05; 
**P<0.01. (F) Cardiomyocyte signature gene expression was analyzed by Real Time PCR after doxo 
treatment. Data are mean ± SEM of relative gene expression vs ctrl group. n=7 experiments. 
Statistical analysis was performed by Mann-Whitney test. *P<0,05; **P<0.01; ***P<0.001 vs ctrl. 
 
Figure 2. MAO activation leads to a partial cardiomyocyte senescence phenotype acquisition in 
H9c2: Real Time PCR gene expression of classic senescence markers and cardiomyocyte related 
senescence markers in H9c2 cells treated 96 h with tyramine 500 µm (tyr) or distilled water (ctrl). 
Data are mean ± SEM of relative gene expression vs ctrl group. n=2 experiments. 
 
Figure 3. Activation of p53 axis controls expression of Prom2 and Gdf15 gene expression: (A) Real 
Time PCR Gene expression of classic senescence markers in H9c2 treated 96 h with 5µM nutlin3a 
(nut) or DMSO 0.1 % (ctrl). Data are mean ± SEM of relative gene expression vs control group. n=4 
experiments. Statistical analysis was performed by Mann-Whitney test. P* P<0,05 vs ctrl. (B) 
Representative epifluorescence acquisition of H9c2 transduced by p21 (red) and p53RE (green) 
lentivectors and treated with nutlin3a (nut) or DMSO (ctrl). Nuclei (blue) were stained with DAPI. 
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Scale bar = 100µm. (C) The number of fluorescent single positive cells for p21 (p21+) or p53RE (p53+) 
and double positive cells (p21+/p53+) was evaluated in nut treated cell and ctrl after microscopic 
fluorescence acquisition. Data are mean ± SEM of n=3 experiments. Statistical analysis was 
performed by student t-test . *P<0,05; ***P<0.001 vs ctrl. (D) Area measurement of double positive 
cells for p53RE and p21 (nut p21+ p53+) and double negative (nut p21- p53-) in nutlin3a treated cells 
compared to double negative control cells (ctrl p21- p53-). Data are mean ± SEM of n=3 experiments. 
Statistical analysis was performed by One-Way ANOVA. *P<0,05; **P<0.01 (E) Relative expression of 
cardiomyocyte related senescence markers was analyzed by Real Time PCR after nutlin3a treatment. 
Data are mean ± SEM of relative gene expression vs ctrl group. n=4 experiments. Statistical analysis 
was performed by Mann-Whitney test. *P<0,05 vs ctrl. 
 
 
Figure 4. Prom2 is a specific marker of cardiomyocyte senescence: (A) Comparison of relative gene 
expression between different organs during aging (Heart, Liver, Kidney, Lung, Brain, Intestine). Data 
are mean relative gene expression in old (20 months) vs young (3 months) mice ± SEM. n= 7 heart, 
n=6 liver, n=6 kidney, n=10 lung, n=4 brain, n=6 intestine. Analysis was performed by student t-test. 
*P<0,05; **P<0.01; ***P<0.001 vs young group. (B) Evaluation of relative gene expression in isolated 
stromal cells (bottom panel) and cardiomyocytes (top panel) in old (O) and young (Y) mice. Data are 
mean ± SEM of relative gene expression vs Y group. n=8 animals per group. Statistical analysis was 
performed by student t-test or Mann-Whitney. *P<0,05; **P<0.01; ***P<0.001; P<0.0001 vs Y. (C) 
Real-Time PCR gene expression of cardiomyocyte related senescence markers in whole heart from 
young (3 months, Y) and old (24 months, O) rats. Data are mean ± SEM of relative gene expression vs 
Y group. n=6 animals per group. Statistical analysis was performed by student t-test (Cdkn2a, Cdkn2b, 
Prom2, Kcnk1) or Mann-Whitney (Cdkn1a, Pah). *P<0,05; **P<0.01 vs Y. 
 
Figure 5. Prom2 is associated with hypertrophy in mice and human: (A) Representative confocal 
acquisition of Prominin2 protein expression (PROM2, green) and membrane staining (WGA, red) after 
immunofluorescence staining in young (3 months) and old (20 months) cross sectional mice heart. 
Scale bar = 20μm. (B) Quantification of PROM2+ cardiomyocytes in young (Y) and old (O) mice. Data 
are mean ± SEM of n=6 animals per group. Statistical analysis was performed by Mann-Whitney test. 
**P<0,01 vs Y. (C) Area measurement of PROM2+ (O Prom2+) and PROM2- cardiomyocytes (O Prom2-
) in old mice and comparison with PROM2- cardiomyocytes in young (Y Prom2-) mice. Data are mean 
± SEM of n=6 animals per group. 100 cardiomyocytes per mice were analyzed. Statistical analysis was 
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performed by student t-test or Mann-Whitney test (O, Prom2- vs Y, Prom2-) **P<0,01. (D) Correlation 
between human patient age and PROM2 relative gene expression (vs reference gene RPLP0 and 
B2MG). n=12 patients. (E) Gene expression of CDKIs and PROM2 was investigated in human atrial 
samples of young (age < 60 years, Y), old (age > 65 years, O), old + Heart Failure with preserved 
Ejection Fraction (O + HFpEF) and old + Heart Failure with reduced Ejection Fraction (O + HFrEF) 
patients. Data are mean ± SEM of relative expression vs Y group. n=4 Y, n=9 O, n=9 O + HFpEF, n=10 O 
+ HFrEF. Multiple comparison test Kruskal-Wallis test with Dunn’s post-hoc was performed for 
statistical analysis. * P<0,05. 
 
Supplementary figure 1: (A) Schematic Protocol for doxorubicine induced cardiac senescence. (B) 
Relative gene expression of classic and specific cardiomyocyte senescence markers in whole heart of 
doxorubicine treated mice (doxo) and control (ctrl). Data are mean ± SEM of relative gene expression 
vs ctrl mice. n=5 animals per group. Statistical analysis was performed by student t-test or Mann-
Whitney test (Cdkn2a, Cdkn1a, Tgfb2). *P<0,05; **P<0.01 vs ctrl. 
 
Supplementary figure 2: (A) Representative epifluorescence images of H9c2 cells transduced with 
p16 (green) and p21 (red) lentivectors and treated 10 d with 500 µM of tyramine or distilled water 
(ctrl). Scale bar = 100µm. (B) Real time PCR of senescence gene expression in 20 weeks old tg-MAO 
(tg-MAO) and control littermates (Ctrl). Data are mean ± SEM of relative gene expression vs ctrl. n=4-
6 animals per group. Statistical analysis was performed by student t-test or Mann-Whitney test 
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Conclusion de la seconde étude 
 
Dans cette étude nous avons validé trois gènes non sécrétés (Prom2, Kcnk1 et Pah) et trois gènes 
sécrétés (Edn3, Tgfβ2 et Gdf15) qui signent spécifiquement la sénescence des cardiomyocytes dans 
un contexte de vieillissement physiologique mais aussi de SIPS. Enfin, chez l’homme nous avons 
observé une augmentation de l'expression de la Prom2 dans des biopsies cardiaques de sujets âgés 
présentant une hypertrophie associée à une ICFEP. Ces résultats suggèrent la présence de 
cardiomyocytes sénescents dans le cœur de ces patients puisque le gène Prom2 est spécifiquement 
exprimé par les cardiomyocytes et non par les cellules du stroma cardiaque. De plus, il est intéressant 
d’observer que l’expression de la Prominin-2 diminue chez les patients âgés présentant une ICFEA. Ce 
résultat suggère un rôle spécifique des cellules sénescentes lors de l’ICFEP, une pathologie dont 
l’incidence augmente considérablement au cours du vieillissement.  
 
Ces données, en plus de nous apporter de nouveaux outils d’identification précis de la sénescence 
des cardiomyocytes peuvent aussi rendre compte de modifications de fonctions cellulaires associées 
à l’acquisition du phénotype sénescent. En effet, la Prominin-2 peut être impliquée dans 
l’hypertrophie, le Kcnk1 dans la contraction et le Pah dans la biogénèse locale des catécholamines. 
Concernant les gènes sécrétés, ils peuvent constituer un profil sécrétoire unique qui possède des 





Conclusions et perspectives générales 
Le vieillissement de la population favorise le développement de pathologies chroniques. Parmi les 
mécanismes impliqués dans la survenue de ces pathologies, la sénescence cellulaire joue un rôle 
particulier. En effet, la sénescence, un mécanisme qui modifie en profondeur la transcription génique 
et la biologie des cellules, joue un rôle délétère lors du vieillissement (Baker et al., 2016). Cependant, 
le rôle de la sénescence dans la survenue de pathologies cardiaques avec le vieillissement demeure 
mal décrit. Le processus de sénescence dans le cœur, et plus particulièrement au sein des 
cardiomyocytes post-mitotiques, n’a jamais été profondément étudié et les données actuelles 
doivent encore être consolidées (Chimenti et al., 2003; Torella et al., 2004). Ceci peut notamment 
s’expliquer par la difficulté et la controverse associée à l’étude de la sénescence dans un type 
cellulaire post-mitotique comme le cardiomyocyte. Par le biais de ce projet, nous avons souhaité 
apporter plusieurs éléments concernant la caractérisation de la sénescence des cardiomyocytes, via 
l’étude des mécanismes inducteurs mais aussi l’identification de nouveaux marqueurs spécifiques. 
 
Nos travaux démontrent que le processus de sénescence peut avoir lieu au sein de cardiomyocytes 
lors du vieillissement. Cela se traduit notamment par l’expression de gènes d’arrêt du cycle cellulaire, 
qui sont des marqueurs classiques de la sénescence, comme p16INK4a, p15INK4b et p21CIP1. De plus, 
dans une seconde partie, nous avons démontré que les cardiomyocytes acquièrent certaines 
caractéristiques uniques lorsqu’ils entrent en sénescence. Parmi-elles, l’expression de la Prom2, du 
Kcnk1 et du Pah. Les cardiomyocytes adoptent aussi un profil sécrétoire original lorsqu’ils sont 
sénescents puisqu’ils sécrètent de l’EDN3, du TGFβ2 et du GDF15 qui peuvent être dosées dans le 
plasma et constituer des biomarqueurs de sénescence. Les données obtenues in vitro sur les souris 
H9c2 et in vivo démontrent que les gènes Gdf15 et Prom2 sont dépendants de l’activation de la voie 
p53. L’utilisation de construction siRNA p21/p53 permettra de confirmer cette observation. Ces 
caractéristiques représentent une signature unique des cardiomyocytes sénescent. Nous avons aussi 
démontré que la sénescence de cardiomyocytes est induite par la présence de télomères 
endommagés et de mitochondries altérées favorisant la production de stress oxydant. La biologie 
mitochondriale joue donc un rôle tout à fait particulier dans l’induction de la sénescence post-
mitotique des cardiomyocytes et la caractérisation des mécanismes associés à sa dysfonction est un 




De façon intéressante, via plusieurs approches in vitro et in vivo nous avons démontré que la 
sénescence des cardiomyocytes est associée à un processus d’hypertrophie avec notamment chez 
l’homme l’expression de PROM2 en association avec l’hypertrophie cardiaque. Ce phénomène 
d’hypertrophie, en plus de répondre à une demande compensatoire suite à la perte de cellularité 
avec le vieillissement, pourrait aussi être directement relié à l’acquisition d’un phénotype sénescent. 
A ce stade, nous savons que cette hypertrophie est notamment associée à l’expression de certains 
gènes embryonnaires comme β-Mhc, mais les autres processus favorisant cette modification 
morphologique restent mal connus. L’ensemble de cette étude démontre que les cardiomyocytes 
sénescents expriment de façon spécifique des gènes qui pourrait être reliés au processus 
d’hypertrophie. En effet, la sécrétion d’endothelin3 et Gdf15 sont connues pour leur action 
hypertrophiante (Heger et al., 2010; Tamamori et al., 1996) sur les cellules cardiaques et la Prominin-
2 régule la présence des cavéoles membranaires dont le rôle dans l’hypertrophie (Markandeya et al., 
2015; Wu et al., 2017) et la sénescence (Yu et al.) est connu. Afin de mieux comprendre l'implication 
de ces facteurs dans l'hypertrophie, nous envisageons de traiter des cardiomyocytes avec du GDF15 
et de l’EDN3 recombinants afin d'étudier leur implication directe et la potentialisation réciproque de 
leur effet sur l’hypertrophie. Dans la même optique, l’effet de la Prominin-2 sur l’hypertrophie des 
cardiomyocytes sera étudié par des approches de surexpression et d'inhibition dans les modèles de 
SIPS in vitro que nous avons validés dans la seconde étude. 
 
L’élimination des cellules sénescentes (via la stratégie p16 ATTACK) et par utilisation d’un composé 
sénolytique (Navitoclax) conduit à une diminution de l’hypertrophie cardiaque et du nombre de 
cardiomyocytes ayant des dommages aux télomères. De plus, il existe une corrélation entre 
l’expression de PROM2 et le vieillissement chez l’homme. Cet ensemble de résultat nous permet de 
conclure quant à la présence de cardiomyocytes sénescents lors du vieillissement. Toutefois, même si 
nous retrouvons une surexpression de PROM2 dans le cœur des patients âgés en ICFEP le rôle des 
cellules sénescence dans le développement de cette pathologie reste encore à déterminer. Dans la 
première étude, nous ne retrouvons pas d’insuffisance cardiaque en association au vieillissement via 
la mesure de la fonction systolique et il apparait donc difficile d’identifier un rôle délétère de la 
sénescence dans ce contexte non-pathologique. Cependant, nous n’avons pas évalué la dysfonction 
diastolique alors qu’elle représente la principale altération associée au vieillissement. Une analyse 
plus fine et détaillée de la fonction cardiaque avec le vieillissement est donc au préalable nécessaire. 
Pour cela, nous développons actuellement la mesure par doppler des ondes E et A pour le calcul du 
ratio E/A ainsi que l'analyse de la déformation myocardique du ventricule gauche (strain) en 
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collaboration avec la plateforme d'exploration de Montpellier (Dr P. Sicard; UMR CNRS 9214-Inserm 
1046, CHU Arnaud De Villeneuve). Si nous visualisons une dysfonction diastolique avec le 
vieillissement, l’implication des cellules sénescentes dans ce processus pourra être démontrée suite à 
leur élimination par stratégie de gène suicide ou par traitement au Navitoclax. Il est aussi possible 
d’envisager éliminer les cellules sénescentes dans des contextes de pathologies cardiaques induits 
après traitement à la doxorubicine et la surexpression de la MAO-A. Nos premiers résultats 
démontrent, en effet, que dans ces modèles de stress cardiaque il est possible d’observer une 
augmentation de l'expression des gènes classiques de sénescence (p16INK4a, p15 INK4b et p21CIP1) mais 
aussi des facteurs du SASP des cardiomyocytes. Cependant, l'induction des gènes codant pour les 
protéines non sécrétées comme Kcnk1, Prom2 et Pah n’est pas retrouvée. Il est ainsi possible de 
suggérer que le SASP est une signature précoce de sénescence des cardiomyocytes alors que les 
gènes Prom2, Pah et Kcnk1 sont secondaires et plus tardifs. Par ailleurs, des données préliminaires 
dans un modèle de stress cardiaque par constriction de l’aorte transverse (TAC) indiquent aussi 
qu’après une semaine de constriction aortique, des cardiomyocytes sénescents apparaissent 
(expression de p16, p21 et le SASP) (voir résultats complémentaire 1). Dans l’ensemble de ces 
modèles le rôle de la sénescence dans l’évolution de la pathologie reste encore à définir. Ainsi il 
pourrait être intéressant de traiter ces animaux avec un composé sénolytique afin d’évaluer les rôles 
délétères de la sénescence (fibrose, hypertrophie, fonction) dans la survenue de l’IC. 
 
Par ailleurs, le rôle des nouveaux marqueurs devra être étudié afin de pouvoir mieux comprendre la 
biologie complexe de la sénescence des cardiomyocytes. Pour cela, il est possible de surexprimer ces 
derniers dans des cellules cardiaques en culture, ou in vivo par utilisation d’un vecteur AAV9 ayant un 
tropisme cardiaque. Dans ce contexte, nous pourrions évaluer leurs effets sur le devenir sénescent 
des cardiomyocytes, et dans le développement des caractéristiques pathologiques comme 
l’hypertrophie, la fibrose et la mort cellulaire. De façon intéressante, concernant la Prominin-2, nous 
avons d’observé une accumulation de la Prominin-2 à la base du cil primaire dans un modèle in vitro 
de SISP par traitement doxorubicine sur des cellules H9c2 (voir résultat complémentaire 2). Ce 
résultat préliminaire suggère un rôle de la Prominin-2 en association avec le cil primaire, une 
protrusion cytoplasmique régulant de nombreuses voies de signalisation comme Wnt, hedgehog 
(Berbari et al., 2009) et TGFβ (Clement et al., 2013). La littérature au sujet de l’implication du cil dans 
la sénescence reste peu détaillée et les conclusions divergent sur son rôle dans ce processus (Gallage 
and Gil, 2014). Toutefois, de récents travaux suggèrent que la longueur du cil module l’activation de 
la voie mTOR (Carroll et al., 2017). En effet, des chondrocytes rendus sénescents par irradiation 
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possèdent des cils primaires de taille inférieure aux cellules non sénescentes et ce mécanisme 
conduit à une activation constitutive de la voie mTOR. Ainsi, il pourrait être intéressant de mesurer la 
taille des cils primaires associés à la Promin-2 afin de savoir si cette association réduit la taille de ces 
cils primaires et active la voie mTOR dans les modèles de SISP que nous avons décrit (traitement 
doxorubicine ou tyramine). 
 
L’ensemble de ce projet nous permet aujourd’hui d’apporter de nouveaux éléments de 
caractérisation concernant le phénotype sénescent des cardiomyocytes. Il reste cependant 
particulièrement important de pouvoir incriminer leur rôle dans la survenue de pathologies comme 
l’insuffisance cardiaque. De plus, la caractérisation de l’importance des mitochondries et des 
télomères dans l’induction de ce mécanisme nous permet d’apporter de nouveaux éléments dans la 
mise au point d’outils préventifs de cette pathologie. Dans cette optique, l’utilisation de composés 
sénolytiques pourraient ainsi être d’excellents candidats. Enfin, l’identification des nouvelles voies 
moléculaires activées au sein des cardiomyocytes sénescent nous permet d’envisager de nouveaux 
champs d’investigation dans la compréhension de la biologie de ces cellules avec notamment les 
mécanismes impliqués dans l’hypertrophie en association avec le vieillissement. En conclusion, la 
sénescence des cardiomyocytes est un processus bien réel, avec des caractéristiques uniques, et dont 
l’implication au sein des pathologies cardiaques peut s’avérer importante. Cette étude, nous offre de 








Résultat complémentaire 1 : Des souris C57Bl/6 sont soumises pendant 1 semaine à une constriction 
de l’aorte transverse (TAC). Les souris Sham sont soumises à une thoracotomie sans TAC. Après 1 
semaine de TAC, les cardiomyocytes sont isolés et l’expression génique est évaluée par RT-PCR. Les 
résultats sont exprimés en expression relative moyenne ± SEM vs le groupe Sham. Test statistique : t-
test *P<0.05, **P<0.01 vs sham. n=6 souris par groupe. 
 



























































Sham TAC Sham TAC Sham TAC
Sham TAC Sham TAC Sham TAC
























































































Résultat complémentaire 2 : (A) Image représentative de la Prominin-2 (rouge, anticorps anti 
prominin-2 Abcam Ab74997) et du cil primaire (vert, anticorps anti tubuline α-acétylée Sigma T6793) 
au sein de cellules H9c2 traitées avec de la doxorubicine 100nM (doxorubicine) ou de l’eau distillée 
(control) pendant 96 heures. Les noyaux sont marqués au DAPI (bleu). La flèche indique la présence 
de la prominin-2. Acquisition confocale par microscope à fluorescence, barre d’échelle = 10μm. (B) 
Quantification du nombre de cellules exprimant la protéine Prom2 à la base des cils primaires. Les 
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The advances in healthcare over the past several decades have resulted in populations now living longer. With this increase in
longevity, a wider prevalence of cardiovascular diseases is more common and known to be a major factor in rising healthcare
costs. A wealth of scientiﬁc evidence has implicated cell senescence as an important component in the etiology of these age-
dependent pathologies. A number of studies indicate that an excess of reactive oxygen species (ROS) contributes to trigger and
accelerate the cardiac senescence processes, and a new role of monoamine oxidases, MAO-A and MAO-B, is emerging in this
context. These mitochondrial enzymes regulate the level of catecholamines and serotonin by catalyzing their oxidative
deamination in the heart. MAOs’ expression substantially increases with ageing (6-fold MAO-A in the heart and 4-fold MAO-
B in neuronal tissue), and their involvement in cardiac diseases is supposedly related to the formation of ROS, via the
hydrogen peroxide produced during the substrate degradation. Here, we will review the most recent advances in this ﬁeld and
describe why MAOs could be eﬀective targets in order to prevent age-associated cardiovascular disease.
1. Introduction
In 2010, the worldwide population of persons aged >65 years
was estimated to be 532 million, a 33 million increase
since 2000, and it is projected to represent 16.7% (1550
million) of the worldwide population by year 2050 [World
Health Organization, 2013]. Although the increase in lon-
gevity represents a progress per se, it can become a burdening
social, economical, and medical problem when it is not
associated with the maintenance of the quality of life and
the prevention of disability. Several age-related conditions
potentially promoting the disabling process are now often
described as the “frailty syndrome.” “Frailty” is a clinical
state in which patients are at risk for events (i.e., falls,
ageing-associated chronic diseases, and hospitalization)
increasing the incidence of disability and mortality [1]. In
particular, age-associated cardiovascular diseases constantly
increase after 55 and are known to be one of the major
factors promoting frailty and disability. This notion should
be viewed in light of the converging results suggesting that
the incidence of heart failure in ageing is related to the
acceleration of the intrinsic cardiac senescence program.
This phenomenon concerns the cardiomyocytes, the contrac-
tile component of the heart [2] as well as the cardiac stroma
cells involved in the regulation of cardiac homeostasis [3]. In
this review, we will (1) give an update of the most recent
developments in cardiac ageing, (2) describe the central
role of mitochondrial ROS in cardiac ageing, and (3) discuss
the role of monoamine oxidases (MAOs) as potential
drivers of cardiac ageing.
2. Cardiac Ageing
For cardiomyocytes, ageing is associated with a nonreplica-
tive or postmitotic senescence, which displays a number of
pathological and morphological features such as increased
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sensitivity to apoptosis and necrosis, cellular hypertrophy,
alterations in contraction and relaxation, and depressed bio-
energetics [4]. The molecular pathways involved in postmito-
tic senescence of cardiomyocytes are far from being
understood and seem to be distinct from replicative senes-
cence, although some key molecular actors are shared. Dur-
ing replicative senescence, the loss of telomeric DNA
during erosion of chromosome ends is sensed as a persistent
DNA damage signal, which in turn activates the DNA dam-
age response pathway resulting in enhanced expression of
cyclin-dependent kinase inhibitors (CDKi) p16INK4a and
p53. In the heart, telomere attrition and expression of
p16INK4a have been observed in senescent cardiomyocytes
and have been linked to hypertrophy in both rodents and
humans [5, 6]. However, based on the poor replicative poten-
tial of the heart, only a small proportion of cardiomyocytes
displays telomeres shortening (about 16%) in aged rat hearts
which contrasts with the high percentage of senescent cardi-
omyocytes positive for p16INK4a [6]. This suggests an alter-
native mechanism of senescence in the heart which will
warrant further investigations. Interestingly, as recently dem-
onstrated by Baker et al., removing the p16INK4a-positive
senescent cells in adult mice not only increases life span but
also protects the heart from cardiac hypertrophy and isopro-
terenol stress [7]. This study demonstrates for the ﬁrst time
the deleterious role of senescent cells during cardiac age-
ing. In addition, mice deﬁcient for telomerase display telo-
meres shortening after four generations (G4) and develop
cardiomyopathy characterized by enhanced cardiomyocyte
death and cellular hypertrophy [8]. In this study, the
authors describe a new link between telomere dysfunction
and p53 activation, leading to mitochondrial and meta-
bolic impairment through the repression of the master
regulator of mitochondrial biogenesis, PGC-1α (peroxi-
some proliferator-activated receptor gamma, coactivator
1α) [8]. Thus, telomere DNA damage and metabolic path-
ways may trigger intracellular events leading to mitochon-
drial dysfunction, altered energy maintenance, and ﬁnally
the ageing process. Age-related mitochondrial alterations
consist of increased reactive oxygen species (ROS),
impaired oxidative phosphorylation, reduced ATP genera-
tion, impaired fatty acid oxidation, and increased mutations
in mitochondrial DNA [2]. Interestingly, accelerated ageing
associated with a cardiomyopathy was also observed in mice
with a defective mitochondrial polymerase γ, an enzyme
involved in mtDNA replication [9]. Thus, mitochondrial
damage and dysfunction appear central in the process
of ageing.
In order to prevent the deleterious accumulation of dam-
aged mitochondria, a recycling system allows elimination of
mitochondria through the autophagy-lysosome process.
However, the eﬃciency of this pathway declines during
ageing contributing to cell death or senescence [10]. In exper-
imental models, the disruption of the autophagy-lysosome
pathway through Atg5 (autophagy-related 5) knock-down
leads to cardiac dilatation and premature ageing [11]. On
the other hand, stimulation of autophagy with pharmaco-
logical agents such as resveratrol has gained interest in
recent years since it has been demonstrated to protect
from cardiac failure [12]. Autophagic degradation of mito-
chondria involves several speciﬁc proteins. One of them,
Parkin, is an E3 ubiquitin ligase that rapidly moves from
cytosol to the outer membrane of dysfunctional mitochon-
dria where it promotes mitophagy. Interestingly, parkin
deﬁciency in mice led to the progressive accumulation of
dysfunctional mitochondria whereas parkin overexpression
maintained mitochondrial integrity in the ageing heart [13].
During normal ageing, the authors demonstrated that cyto-
solic p53 was responsible for impaired parkin translocation
to the mitochondria and thus impaired mitophagy. In con-
clusion, compromised recycling of cytoplasmic materials
and mitochondria might constitute another fundamental
parameter in the ageing process, especially in long-lived post-
mitotic cardiac cells with limited regenerative capacities [10].
2.1. ROS and Ageing. It is now well understood that diﬀerent
stressor factors including oxidative stress, genotoxic agents,
and metabolic dysfunction accelerate cardiomyocyte senes-
cence (SIPS: stress-induced premature senescence), which
may predispose individuals to premature ageing and heart
failure [14].
Reactive oxygen species play a pivotal role in triggering
and accelerating cardiac senescence [15]. It is now generally
accepted that the ageing process is to a large extent related
to macromolecular damage by ROS, mostly aﬀecting long-
lived postmitotic cells such as neurons and cardiac myocytes.
Because of the inherent chemical properties of oxygen,
both respiratory and nonrespiratory O2-involving biological
processes inevitably generate by-products, the ROS. These
include superoxide (O2
.), hydrogen peroxide (H2O2), and
hydroxyl radicals (OH.). The past years have witnessed a
tremendous growth in the interest and research activities
on this topic. The characteristic feature of ROS is their ability
to target multiple cell components, therefore exerting delete-
rious eﬀects on cell functions. Speciﬁc to the cardiomyocytes
and chronic heart failure, ROS can directly oxidize proteins
involved in contractile activity and consequently impair
ventricular function [16–18]. They have been shown to
interfere with quality control mechanisms by blocking
autophagy in the heart, thus promoting senescence and
apoptosis [19]. Moreover, ROS activate signal transduction
pathways involved in cardiac hypertrophy and trigger a
proapoptotic cascade [20]. They also mediate extracellular
matrix accumulation through activation of cardiac ﬁbro-
blasts, leading to ventricular ﬁbrosis [21, 22]. All these eﬀects
are associated with the adverse cardiac remodeling and
failure. Consistently, ROS sources are intensively pursued
targets for eﬀective pharmacological treatments of these
pathological conditions [23–25]. Although diﬀerent sources
contribute to global oxidative stress, the vast majority of
cellular ROS (90%) originate from the mitochondrial com-
partment [26]. According to the mitochondrial variant of
the free radical theory of ageing, ROS produced in these
organelles attack their constituents, causing mitochondrial
dysfunction and DNA damage, leading to further increase
in ROS, oxidative damage to lipids and proteins, and
decline in cellular and organ function [27]. This central
role of mitochondrial ROS has been demonstrated in mice
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with overexpression of the antioxidant enzyme catalase
targeted to mitochondria, which display protection from
cardiac ageing [28]. Recently, we identiﬁed the mitochondrial
enzymes MAOs as a prominent source of ROS.
3. MAOs in the Ageing Heart
3.1. MAO Isoforms. Besides the respiratory chain, which is
considered a major source of mitochondrial ROS in the heart,
there is a class of enzymes termed monoamine oxidases,
which reside in the outer mitochondrial membrane [29].
Monoamine oxidases A and B (MAO-A and MAO-B) are
enzymes of paramount importance in the regulation of cate-
cholamines and other biogenic amines in mammals. They are
both expressed at equivalent levels in the human heart but
diﬀer signiﬁcantly in rodents, with MAO-A being the major
isoforms in the rat heart whereas MAO-B being expressed
predominantly in the mouse heart [30, 31]. Comparison of
amino acid sequences show that A and B isoforms have
73% identity in humans. There is also high similarity among
species since rodent and human MAO-A display 88% iden-
tity. MAOs employ a FAD cofactor to catalyze the oxidative
deamination of several monoamines, including not only
neurotransmitters (e.g., serotonin, norepinephrine, and
dopamine) but also exogenous amines ingested with normal
diets (tyramine), generating H2O2 and the corresponding
aldehydes as by-products (Figure 1). MAO-A and MAO-B
feature nonidentical but partly overlapping substrate speci-
ﬁcities and inhibitor sensitivities. In particular, serotonin is
a preferential substrate of MAO-A while catecholamines
can be oxidized by both isoforms (Figure 1) [32]. Some sub-
strate overlapping can occur and might become especially
relevant in conditions of high substrate concentrations such
as heart failure, raising the question of the contribution of
each MAO isoform to pathogenesis.
3.2. Serotonin and Norepinephrine in Heart Failure.
Norepinephrine and serotonin powerfully elicit a variety of
biological responses, beyond their roles as neurotransmitters
in the central nervous system. In the heart, norepinephrine is
released by sympathetic nerve endings whereas serotonin is
mainly produced by intestinal enterochromaﬃn cells and
endothelial cells. This so-called peripheral serotonin is
stored in the platelets and is released upon platelet-activating
processes (i.e., hemostasis or pathological thrombosis).
Alternatively, serotonin can also be produced by coronary
endothelial cells and therefore may regulate cardiac function
independently of platelet activation [33]. The increase in
sympathetic nervous system (SNS) activity is typical of
chronic heart failure (HF) and is characterized by norepi-
nephrine spillover and decreased neuronal uptake [34].















Figure 1: MAO-A andMAO-B share 73% sequence identity and exhibit overlapping but nonidentical speciﬁcities in the oxidation of primary
amines. Oxidative deamination of monoamines by the ﬂavoenzyme MAO-A proceeds in two steps: in the ﬁrst step, binding of the
monoamine to the enzyme (E) yields an aldehyde and ammonia by reduction of FAD cofactor; in the second step, the oxidized form of
the prosthetic group is restored by the binding of oxygen and the concomitant production of hydrogen peroxide (H2O2). FAD, Flavin
adenine dinucleotide.
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as shown by the increase in circulating catecholamine
levels in old compared to adult individuals [35]. Concern-
ing serotonin, a correlation was found between plasmatic
serotonin and the degree of hypertrophy in aortic stenosis
patients [36]. In another study, higher serotonin levels were
associated with worse HF symptoms and systolic dysfunc-
tion [37, 38]. Therefore, the increase in norepinephrine
and serotonin levels could participate in cardiovascular
dysfunction and may explain the age-associated increase in
cardiovascular morbidity and mortality [39]. Indeed, it is
now well established that both of these biogenic amines are
involved in adverse cardiac remodeling through cardio-
myocyte hypertrophy, apoptosis, and necrosis [40–42],
ultimately leading to heart failure. The hypertrophic and
proﬁbrotic activities of noradrenaline and serotonin may
also be particularly relevant in a recently described form
of ventricular dysfunction associated with ageing (heart
failure with preserved ejection fraction, HFpEF) [43, 44].
3.3. MAOs as Relevant Sources of ROS in Age-Associated
Cardiac Diseases. Recently, MAO-A and MOA-B were iden-
tiﬁed as major sources of H2O2 in the heart that partici-
pate in the onset and progression of cardiac injury [30].
Although the role of each isozyme remains to be investi-
gated, it is well known that MAOs’ expression and their
abilities to produce ROS increase with age [45] and are pro-
nounced in age-associated chronic diseases (i.e., hyperten-
sion, pressure overload, and diabetes) [42, 46, 47] (Figure 2).
In light of the established roles of ROS in heart diseases
and the pharmacological eﬀects elicited by MAO-inhibitor
drugs, these mitochondrial enzymes are now becoming
actively investigated as potential targets for the treatment of
cardiac dysfunction and ageing. The fundamental discovery
is that MAO-A overactivity elicits mitochondrial damage
and myocardial degeneration in rodent models of pressure
overload or diabetes, which can be eﬀectively prevented
by using MAO-inhibiting drugs [42, 48, 49]. This concept
becomes even more relevant in light of the well-documented
tissue-speciﬁc increases in MAO-A and MAO-B levels with
age. MAO-B increases 3-4-fold in neuronal tissue (including
the brain) which has been shown in animal models to lead to
Parkinson-type syndromes [50]. Most signiﬁcant, MAO-A
levels have been shown to increase 6-fold in the ageing heart,
a phenomenon proposed to speciﬁcally enhance the eﬀects
exerted by factors and conditions that trigger cardiac damage
[45]. Moreover, a very recent clinical study showed a correla-
tion between MAO levels and postoperative atrial ﬁbrillation,
a cardiac arrhythmia often associated with ageing [51]. These
ﬁndings and observations provide the framework for the
mostly unexplored functions of MAOs in the biology of the
ageing heart and associated pathological conditions.
3.4. Mechanisms of Action of MAOs in the Heart. As
mentioned above, MAO-A activities are enhanced in several
models of heart failure as well as in the ageing rat heart. In
order to investigate the consequences of increased MAO-A
activity in heart failure and ageing, Villeneuve and colleagues
recently developed in vitro and in vivo models of MAO-A
overexpression [42]. In vivo, cardiac-speciﬁc overexpres-
sion of MAO-A in young mice led to decreased levels of
bioamines (norepinephrine and serotonin) together with
increased concentrations of the aldehyde metabolites gener-
ated by the MAO-catalyzed amine oxidation [42]. At the
same moment, mice with cardiac-selective MAO-A overex-
pression (Tg-MAOA) displayed enhanced levels of H2O2 in
the heart and oxidation of mitochondrial DNA, together
with mitochondrial ultrastructural defects. Gene expression
analysis by microarray emphasized depressed energy metab-
olism in Tg-MAOA hearts accompanied by downregulation
of the PGC-1α pathway involved in mitochondrial
Ageing








Figure 2: Putative role of MAO-A in heart failure. Ageing- and age-associated disorders show increased MAO-A expression and enhanced
release of norepinephrine and serotonin. As a consequence, MAO-A activity is elevated and produces more H2O2 that in turn, contributes to
oxidative stress and heart failure.
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biogenesis [42]. Consequently, Tg-MAOA displayed pro-
gressive cardiomyocyte necrosis leading to premature death
by heart failure at about 9 months of age. In vitro, transduc-
tion of cardiomyocytes with a MAO-A adenovirus in the
presence of tyramine reproduced mitochondrial damage,
diminished ATP production, and decreased PGC-1α expres-
sion and necrosis through ROS generation. Most interest-
ingly, the activation of p53 by MAO-A was responsible for
mitochondrial damage, PGC1α downregulation, and cardio-
myocyte necrosis (Figure 3).
The autophagy-lysosome pathway is an important mech-
anism of quality control in the heart for damaged proteins
and organelles (mitochondria), but its eﬃciency decreases
during ageing or heart failure [52, 53]. The role of ROS in
the regulation of autophagy has been extensively shown.
However, the signalling mechanisms through which ROS
modulate autophagy in a regulated manner have only been
minimally clariﬁed. A recent study demonstrated for the
ﬁrst time that MAO-A activation, through ROS generation,
acted as a negative regulator of the autophagy-lysosome
pathway [54]. Santin and colleagues found that persistent
activation of MAO-A led to the progressive accumulation
of LC3-positive autophagosomes, p62, ubiquitylated pro-
teins, and damaged mitochondria. Blockade of autophagic
ﬂux was due to impaired lysosomal acidiﬁcation and function
and impaired lysosomal biogenesis through inhibition of
the transcription factor EB (TFEB), a master regulator of
autophagy-lysosome pathway. Interestingly, gene therapy
with cardiomyocyte-driven TFEB adeno-associated vector
rescued autophagic dysfunction, cardiac remodeling, and
heart failure in MAO-A-overexpressing mice [54] (Figure 3).
In conclusion, ROS derived from MAO-A could alter lyso-
somal function causing a defect in quality control mecha-
nisms. Although most of the changes associated with
MAO-A activation, such as mitochondrial damage, p53 acti-
vation, PGC-1α downregulation, and autophagy blockade
mimic accelerated cardiac ageing, additional conﬁrmations
will be needed to correlate MAO-A with cardiomyocyte
senescence. It is noteworthy that MAO-A-dependent intra-
cellular cascade and mitochondria dysfunction described
above are similar to those observed in mouse models with
telomeric shortening decribed by Sahin et al. [8]. Therefore,
MAO-A seems to be an important intracellular source of
ROS triggering premature cardiomyocyte senescence.
Evidence exists also for a role of MAO-B in age-related
heart disease. For instance, it was recently shown that genetic
deletion of MAO-B protected against oxidative stress, apo-
ptosis, and ventricular dysfunction in a model of pressure
overload [55]. Interestingly, the authors demonstrated a
direct link between MAO activation and ROS formation
inside the mitochondria, which was responsible for the loss
of mitochondrial potential in vitro. They analyzed ROS
accumulation in a spatiotemporal manner using a redox
ﬂuorescent probe targeted speciﬁcally to the mitochondrial
or cytosolic compartment, and they observed that follow-
ing MAO-B activation, H2O2 levels increased much earlier
at the mitochondrial level (10min) than in the cytosol
(30min). Interestingly, this observation demonstrates that
H2O2, which is generated at the outer mitochondrial mem-




















Figure 3: Deleterious eﬀect of MAO-A onmitochondrial damage, cardiomyocyte death, and heart failure. MAO-A-generated oxidative stress
triggers p53 activation leading to the downregulation of peroxisome proliferator-activated receptor-gamma coactivator-1α (PGC-1α), a
master regulator of mitochondrial biogenesis. On the other hand, MAO-A-generated oxidative stress impairs lysosome function and
acidiﬁcation leading to autophagic ﬂux blockade and altered mitochondrial quality control.
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locally on mitochondrial targets. Indeed, a loss of mitochon-
drial membrane potential has been described after MAO
activation, but also an oxidation of mtDNA, an alteration of
mitochondrial ultrastructure and an impairment of respi-
ratory chain [30].
Besides ROS, aldehydes produced during the metabolism
of dopamine by MAO-B were recently shown to participate
in mitochondrial dysfunction in cardiac cells [55]. In the
heart, aldehydes are cleared by aldehyde dehydrogenase
2 (ALDH2), which is the most abundant isoform in this
tissue. In vitro, genetic inactivation of ALDH2 with siRNA
promoted dopamine-induced accumulation of aldehydes
through MAO-B and alteration of mitochondrial membrane
potential [55]. In vivo, a recent study demonstrated that
ALDH2 deﬁciency in mice precipitated cardiac ageing with
aldehyde overload, accelerated senescence, and impaired
autophagic ﬂux [56]. Altogether, those studies support a role
for aldehydes in cardiac ageing. However, whether MAO-A
activation also produces toxic aldehydes targeting mitochon-
drial function is still under consideration.
4. Conclusion
In the past years, a number of studies have uncovered that
MAOs’ activation and ROS generation can drive mitochon-
drial damage and myocardial degeneration. Since altered
mitochondria dynamic and function are now considered as
major determinants of onset and acceleration of cardiac
senescence, the importance of MAOs in these processes and
heart failure becomes particularly relevant. Especially with
reference to MAO-A, since the p53/PGC1α mitochondrial
dysfunction axis has been identiﬁed as a major pathway
involved in postmitotic senescence, this enzyme may consti-
tute an important factor during cardiac ageing that can be a
target for drugs exerting cardioprotective actions. Future
studies will be needed to provide a more clear understanding
of the roles of MAO-A and MAO-B in the cellular and
molecular mechanisms linking biogenic amine metabolism
and ROS generation to accelerated cardiovascular disease
progression in ageing. Interestingly, MAOs could constitute
eﬀective drug targets for the treatment of cardiac degenera-
tion and disease.
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Abstract
Tubular epithelial cells in the kidney are continuously exposed to urinary fluid shear stress
(FSS) generated by urine movement and recent in vitro studies suggest that changes of
FSS could contribute to kidney injury. However it is unclear whether FSS alters the epithelial
characteristics of the renal tubule. Here, we evaluated in vitro and in vivo the influence of
FSS on epithelial characteristics of renal proximal tubular cells taking the organization of
junctional complexes and the presence of the primary cilium as markers of epithelial pheno-
type. Human tubular cells (HK-2) were subjected to FSS (0.5 Pa) for 48h. Control cells were
maintained under static conditions. Markers of tight junctions (Claudin-2, ZO-1), Par polarity
complex (Pard6), adherens junctions (E-Cadherin, β-Catenin) and the primary cilium (α-
acetylated Tubulin) were analysed by quantitative PCR, Western blot or immunocytochem-
istry. In response to FSS, Claudin-2 disappeared and ZO-1 displayed punctuated and dis-
continuous staining in the plasma membrane. Expression of Pard6 was also decreased.
Moreover, E-Cadherin abundance was decreased, while its major repressors Snail1 and
Snail2 were overexpressed, and β-Catenin staining was disrupted along the cell periphery.
Finally, FSS subjected-cells exhibited disappeared primary cilium. Results were confirmed
in vivo in a uninephrectomy (8 months) mouse model where increased FSS induced by
adaptive hyperfiltration in remnant kidney was accompanied by both decreased epithelial
gene expression including ZO-1, E-cadherin and β-Catenin and disappearance of tubular
cilia. In conclusion, these results show that proximal tubular cells lose an important number
of their epithelial characteristics after long term exposure to FSS both in vitro and in vivo.
Thus, the changes in urinary FSS associated with nephropathies should be considered as
potential insults for tubular cells leading to disorganization of the tubular epithelium.
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Introduction
Urinary fluid shear stress (FSS) is the friction force resulting from movement of urine on the
surface of renal tubular cells. It depends on the urine flow rate and viscosity as well as on the
diameter of the renal tubule.
Urinary FSS controls tubular exchanges (reabsorption and secretion) by modifying the activ-
ity and abundance of transport proteins [1–5]. Interestingly, there is a growing body of evidence
showing that modified urinary FSS contributes to the progression of chronic kidney disease
(CKD). First, urinary FSS is presumably changed in most of nephropathies, mainly because of
variations of urinary flow and/ or viscosity (after renal mass reduction or in obstructive, diabetic
or hypertensive nephropathies) [6–9], and the detection of urinary FSS is abolished or aberrant
in polycystic kidneys resulting frommutations in genes encoding polycystins [10, 11]. Secondly,
in vitro experiments on renal tubular cells showed that FSS targets a number of molecules
involved in the development of CKD. For example, FSS inhibits the activity of plasminogen
activators in proximal tubular cells [7, 12]. FSS also induces externalization of angiotensin II
receptors from apical recycling endosomes to the apical plasma membrane in tubular cells [13].
A recent study from our laboratory showed that changes in FSS on proximal tubular cells
induced upregulation of tubular damage markers such as Kidney injury molecule 1 and Neutro-
phil gelatinase-associated lipocalin [14]. FSS-injured cells also secrete mediators that stimulate
adhesion of monocytes to endothelial cells and their differentiation into inflammatory macro-
phages [14, 15] suggesting that FSS acts in vivo as a promoter of renal inflammation. This com-
bined body of evidence suggests that changes in urinary FSS potentially represent an early
aggression for renal tubule cells, thereby playing a role in the progression of CKD [6].
Tubular function is determined by organization of renal tubule in a highly structured mono-
layer epithelium composed of polarized cells linked together by intercellular junctional com-
plexes. The cell polarity results in the division of the plasma membrane into two distinct areas
that differ by composition in proteins and lipids and by the presence of a primary cilium at the
apical pole where it acts as a sensory organelle [16]. Tight junctions are formed of transmem-
brane proteins, including claudins, which interact with homolog proteins in the neighboring
cells and with many cytoplasmic proteins such as zonula occludens proteins [17–19]. They
provide the apicobasal polarity of tubular cells and regulate the paracellular flux of molecules
between urine and interstitium. Adherens junctions are composed of transmembrane proteins,
cadherins, which mediate ligation with cadherins on adjacent cells and interact with intracellu-
lar anchor proteins including catenins [20, 21]. Their role is to connect the adjacent cell cyto-
skeleton to form a cohesive epithelium. The renal tubule is recognized as a major target of both
acute kidney injury and CKD [18, 19] and tubular lesions were observed in many pathophysio-
logical states where modification of urinary FSS is suspected. For example, after reduction of
renal mass (during nephrectomy in animal models or following cancers or trauma in human),
chronic, compensatory, increased glomerular filtration rate (GFR) in residual nephrons [22–
24] and epithelial tubular structural changes were observed [25, 26]. In early and poorly con-
trolled diabetes, renal hyperfiltration may constitute a risk factor for the development of dia-
betic nephropathy [27–29]. In addition, in this context, early alterations in epithelial
characteristics of the tubular wall were detected [30]. Given that increased GFR can lead to ele-
vated urinary FSS and that previous data suggest the involvement of FSS in tubular aggression
in nephropathies, we hypothesized that long term increase in FSS can contribute to the disorga-
nization of the epithelial architecture of the renal tubule in CKD.
Here, we evaluated in vitro and in vivo the influence of FSS on epithelial characteristics of
renal proximal tubular cells taking the organization of tight and adherens junctions and the
presence of the primary cilium as markers of the epithelial phenotype. We also investigated the
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The human proximal tubule epithelial cell-line HK-2 [31] was purchased from American Type
Tissue Culture. HK-2 cells were cultured at 37°C in 5% CO2 atmosphere in epithelial medium
containing a 1/1 mix of Dulbecco's Modified Eagle Medium (DMEM, 11966 Gibco) and Ham’s
F-12 Nutrient Mix (F-12, 21765 Gibco), Penicillin100 U/mL, Streptomycin 100 μg/mL, Hydro-
cortisone 36 ng/mL, Epidermal growth factor 10 ng/mL, Triiodotyronine 4 pg/mL, Insulin
5 μg/mL and supplemented with fetal bovine serum 10% (FBS, 10270 Gibco).
Animals
Twelve male C57BL/6 mice were purchased at Charles River Laboratory. Mice were housed 4
per cage and maintained on a 12h light/12h dark cycle in a pathogen-free environment with
free access to water and fed ad libitum a regular diet (D12450B Research Diet) for the duration
of the protocol. At the age of 6 weeks, six mice underwent uninephrectomy (UNx) or were
sham-operated (sham). Briefly, mice were anesthetized under a flux of oxygen/isoflurane (3%)
mix. A dorsal incision was practiced to expose the right kidney and the lower renal artery
branch was ligatured and sectioned. Muscle and cutaneous layers were sutured with 2 pints
each and isoflurane flux was stopped. An injection of buprenorphine (100 μg/kg, sc) is per-
formed to minimize pain on awakening. Sham-operated mice underwent only dorsal incision
and sutures. Sham- and UNx-mice were housed for 8 months before sacrifice and collection of
the kidney and blood for further analysis. All experiments were conducted in accordance with
the NIH guide for the care and use of laboratory animals and were approved by the animal care
and use committee from UMS US006/INSERM, Toulouse, France (protocol agreement
#CEEA-122 2014–13).
HK-2 Cell Exposure to Shear Stress
HK-2 cells were grown until confluence on plastic slides coated with collagen IV (20μg/mL,
C5533 Sigma). Then slides were assembled into a home-made parallel plate flow chamber. A
flask containing 20 mL epithelial medium supplemented with FBS 5% was connected to the
input of the chamber. A peristaltic pump was connected on the side to the flask and on the
other side to the output of the chamber. Flow of medium culture was controlled by peristaltic
pump for 48h as indicated in results. The flow system was kept at 37°C in CO2 5%. FSS was
based on the formula 6 μQ/h2l where μ is the fluid dynamic viscosity (0.7x10-3Pa.s), Q is the
flow rate (3 mL/min), h and l are respectively the flow channel thickness (0.205 mm) and
width (10 mm). Estimations based on micropuncture studies in rat proximal tubules [32] have
concluded that physiological FSS is about 0.1 Pa in the initial portion of the proximal tubule [5,
14, 15, 33]. In this study, a higher intensity (0.5 Pa) was used, as it is considered to mimic path-
ologic glomerular hyperfiltration [22, 23]. For the control condition (FSS 0), HK-2 cells were
handled similarly but maintained in static conditions with 20mL of epithelial medium-FBS 5%
for 48h, as HK-2 cells exposed to FSS.
Analysis of mRNA Expression
Total RNAs were isolated from HK-2 cells or mice kidneys using the RNeasy plus Mini kit
(Qiagen). RNA content and purity was quantified by a NanoDrop instrument (ND-1000
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spectrophotometer, Thermo Fischer Scientific). cDNA was synthesized from 500ng of RNA
using the SuperScript II Reverse Transcriptase kit (Invitrogen). Real-time PCR was performed
with 12.5 ng of cDNA, 300 nM of forward and reverse primers (Integrated DNA Technologies,
Table 1) using the SsoFast EvaGreen Supermix kit (Bio-Rad) and a StepOnePlus Real-Time
PCR System (Applied Biosystems). Relative mRNA expression was calculated by the compara-
tive Ct method (2− ΔΔCt) using GAPDH as reference gene. Primers used for PCR were the fol-
lowing: Cdc42 (F) GCATGCTTGTGGATGACTCTGT (R) TGGAACCAGGGAGCAGCTT;
Collagen I (F) CCCCTGGAAAGAATGGAGATG (R) TCCAAACCACTGAAACCTCTG; E-Cad-
herin (F) CCCTCGACACCCGATTCA (R) CCAGGCGTAGACCAAGAAATG; N-Cadherin
(F) AGGGGACCTTTTCCTCAAGA (R) CCGAGATGGGGTTGATAATG; GAPDH (F) CAT
GAGAAGTATGACAACAG (R) AGTCCTTCCACGATACCAAAGT; Fibronectin (F)
TAGGCTTTGGAAGTGGTCATTTC (R) CAGCTCATCATCTGCCCATTT; Pard3 (F) AATCC
CACACGCTGGTCAAC (R) TAGGACTCCCAGCAGTGTTCTG; Pard6 (F) GCGCAGTCCCGA
TAGCAT (R) TCGGAACTCGGCGTCAA; aPKC (F) CGTGGACACGCCTGATTG
(R) CAGCCTGGCATGCATATGC; αSMA (F) CCGGGAGAAAATGACTCAAA (R) GCGTCCA
GAGGCATAGAGAG; Snail1 (F) AGGTGGGCCTGGTCGTAG (R) CCCAATCGGAAGCC
TAATTA; Snail2 (F) ACGCCCAGCTACCCAATG (R) TCACTCGCCCCAAAGATGAG; Vimen-
tin (F) CCAGAGGGAGTGAATCCAGA (R) AGATGGCCCTTGACATTGAG.
Western Blot Analysis
For protein extraction, HK-2 cells were lysed on ice in lysis buffer (Tris 10mM à pH 7.5, NaCl
150mM, EDTA 1mM, EGTA 1mM, SDS 0.1%, NP40 1% and deoxycholate 1%) supplemented
with a protease inhibitor cocktail (Complete, Mini, Roche). Proteins were separated in a 4–15%
SDS-PAGE and blotted on a nitrocellulose membrane (Amersham). Membranes were blocked
with TBS-Tween 0.1% supplemented with milk 5% for 30 min. Then, membranes were incu-
bated with primary antibodies (Anti E-Cadherin [1:200, Sc-7870 Santa Cruz], anti Fibronectin
[1:500, F3648 Sigma], anti αSMA [1:500, Ab5964 AbCam], anti Vimentin [1:1000, MS-129-P
Neomarkers], anti β-Actin (1:5000, A5441 Sigma)) overnight at 4°C followed by incubation
with the peroxidase-conjugated secondary antibody (anti rabbit or anti mouse [1:10000,
Bethyl]) for 1h. Specific bands were detected using SuperSignal West Pico Chemiluminescent
Substrate (Thermo Scientific) and the ChemiDoc XRS+ System (Bio-Rad). Protein bands were
quantified by densitometry using Image Lab software (version 4.0.1, Bio-Rad) and results are
expressed as ratio between target protein and β-Actin.
Immunocytochemistry
HK-2 cells were fixed with PBS-paraformaldehyde 4% for 15min, permeabilized with PBS-Tri-
ton X100 0.3% for 5 min and blocked with PBS-BSA 5% for 1h. Then cells were labeled with
primary antibodies (anti β-Catenin [1:100 Sc-7963 Santacruz], Anti Claudin-2 [1:100 51–6100
Invitrogen], anti α-acetylated Tubulin [1:8000, T7451 Sigma] or anti ZO-1 [1:100 339100 Invi-
trogen]) for 1 h followed by a 1-h incubation with anti-mouse or anti-rabbit Alexa Fluor 488 or
548 secondary antibody (1:200, Invitrogen). To visualize actin filaments, Phalloidin-FluoP-
robes 547H (1:40, Interchim) was added instead antibodies. The slides were then covered with
Vectashield mounting medium containing DAPI (Vector Laboratories). Fluorescence images
were acquired with an Axio Observer Z.1m inverted microscope (Carl Zeiss) equipped with
apotome system to image optical sections. In order to optimize the detection of immunostain-
ing, exposure times are adapted to each photograph. The labeling intensities are thus not com-
parable from one image to another.
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Table 1. In vitro studies assessing the effects of FSS on epithelial characteristics of renal cells.




Cell characteristics in response of FSS Ref
Mouse primary proximal cells glass slide 0.01–0.07
Pa
24h # cytosolic actin stress ﬁbers
" lateral actin network
[7]
LLC-PK1 cell line glass slide 0.01 Pa 24h " lateral actin network [7]




20h # cytosolic actin stress ﬁbers
" lateral α-Actinin (AJ) staining
6¼ lateral ZO-1 (TJ) staining morphology: from
continuous to discontinuous/punctuated
[46]
Mouse proximal tubular cell
line
collagen coated glass slide 0.1 Pa 5h # cytosolic actin stress ﬁbers
" lateral actin network
6¼ E-Cadherin (AJ) staining: from intracellular to lateral
position
" lateral ZO-1 staining
[33]




0.1 Pa 5h # cytosolic actin stress ﬁbers
" lateral actin network
6¼ E-Cadherin staining: from intracellular to lateral
position
# intracellular punctuated and " lateral continuous β-
Catenin (AJ) staining
[44]
Rat primary inner medullary
collecting duct cells
glass slide 0.1 Pa 5h # cytosolic actin stress ﬁbers
" lateral actin network # intracellular punctuated and "
lateral continuous β-Catenin staining
[44]
Human primary tubular cells1 supramolecular polymer
mesh2
? 4 19 days " lateral ZO-1 staining [42]
Human primary tubular cells1 bioactive supramolecular
polymer mesh3
? 4 19 days 6¼ lateral ZO-1 staining morphology: from “straight” to
“zig zag”/jagged
[42]
Rat primary inner medullary
collecting duct cells
porous polyester membrane 0.1 Pa 3h # cytosolic actin stress ﬁbers
" lateral actin network
[2]
MDCK cell line Thermanox slides 0.2 Pa 6h # cytosolic actin stress ﬁbers
6¼ lateral actin network: clustering around cell edges
6¼ lateral ZO-1 staining morphology: from “zig zag”/
jagged to “straight”
[41]
HK-2 cell line blank substrat5 0.002–0.1
Pa
2h ! lateral ZO-1 staining (discontinuous/punctuated) [45]
HK-2 cell line topographical substrat6 0.002–0.1
Pa







0.02 Pa 18h # cytosolic actin stress ﬁbers
6¼ lateral ZO-1 staining morphology: from slight
punctuated to continuous




glass slide 0.02 Pa 30 min " cytosolic actin stress ﬁbers
! lateral actin network
! lateral Occludin (TJ) staining
! lateral ZO-1 staining
[52]
FSS was tested on renal cells and changes in organization of actin cytoskeleton, adherens junctions (AJ), tight junctions (TJ) or primary cilium were
determined by comparison with no FSS condition, where cells remained in static media durig the same time than ﬂow tests.
Lateral, at the periphery of the cells; ECM, extracellular matrix; ", increase in; #, decrease in; 6¼, change in;! no change in.
1The population of tubular cells is heterogeneous because composed of cells derived from all tubular segments.
2,3The supramolecular polymers used were self-assembled into nano-meter scale ﬁbers by electro-spinning to mimic basement membrane; bioactivity was
introduced into these nano-ﬁbers by intercalation of different ECM peptides, in order to ameliorate synthetic basement membrane.
4FSS induction was performed through ﬂow of medium culture at a rate of 1 mL/h. However, without knowing the size of perfusion chamber, it is
impossible to give the intensity of FSS.
5,6Topographically patterned substrate mimics micro- and nano-scale topographic structures contained in the basement membrane of the kidney tubule;
blank substrates lacked of geometric structures.
doi:10.1371/journal.pone.0131416.t001
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Detection of Apoptosis and Necrosis
HK-2 cells were assessed for apoptosis and necrosis using Cell Meter Annexin V Binding
Apoptosis Assay Kit (AAT Bioquest), according to the manufacturer's instructions. For this,
cells were detached from slides using trypsin and then trypsin was inactivated with epithelial
medium supplemented with FBS 10%. After gently centrifugation and washing with PBS,
Annexin V-iFluor 488 (1:400) and Iodure propidium (1:400) were added to the cell suspen-
sion for incubation in the dark for 15 min at 37°C. Then, 0.3 ml of ice-cold 1× annexin-bind-
ing buffer was added, and induction analysis was conducted by flow cytometry (BD
FACSVerse, BD Biosciences) with BD FacsSuite software (BD Biosciences) using FL1 and
FL2 ranges for Annexin V-iFluor 488 and Iodure propidium, respectively. In each of the
graphs, the bottom left quadrant represents live cells, the bottom right quadrant represents
cells in early apoptosis and the top right quadrant represents cells in necrosis (primary or
secondary).
Evaluation of Renal Function
Glomerular filtration rate (GFR) was evaluated by measurement of FITC-inulin clearance, as
previously described [34, 35]. Briefly, mice were anesthetized under a flux of oxygen/isoflurane
(97/3%) before injecting retroorbitally 2 μl/g of a 5% solution of FITC-inulin (F3272 Sigma).
Caudal blood (25–30 μl) was collected in heparinized tubes (Microvette 16.443 Sarstedt Nüm-
brecht) at 3, 7, 10, 15, 35, 55, 75 minutes post-injection of FITC-inulin. Isoflurane flux was
then removed and the mice were replaced in their cage with free access to water and food.
After blood centrifugation, FITC-inulin concentration was determined by spectrofluorimetry
(485 nm excitation/538 nm emission) against a standard curve of FITC-inulin (0–100 μg/ml).
GFR (μl/min) was calculated using a two-compartment clearance model (http://curvefit.com/
id205.htm) as previously described [35]. The single kidney GFR (skGFR) value in sham mice
was further estimated by urinary GFR/2 ratio.
Renal Histology and Immunohistochemistry
Kidneys were collected from each mouse included in the renal function study. Tissues were
fixed in Carnoy’s solution for 24 h, embedded in paraffin and micrometer sections were cut.
For histological analysis, renal sections were subjected to periodic acid-Schiff staining
(PAS), scanned using a Nanozoomer 2.0 RS (Hamamatsu Photonics SARL) and treated
with the Morpho-expert image-analysis software (version 1.00, Explora Nova) for renal cor-
puscle surface quantification. For immunohistochemistry analysis of primary cilia, renal
sections were deparaffinized in toluene and rehydrated from xylene through a series of
graded ethanol washes. After treatment with sodium borohydride 1% (71321 Sigma, 20 min
at 4°C) and washes in PBS—Tween 0.01%, sections were permeabilized in PBS—Triton X-
100 0.2% for 20 min and blocked with PBS—BSA 3% for 30 min. Sections were then labeled
with specific anti α-acetylated Tubulin antibody [1:200, T7451 Sigma] overnight at 4°C fol-
lowed by a 1-h incubation with anti-mouse Alexa Fluor 568 secondary antibody (1:200,
Invitrogen) supplemented with OG488-conjugated wheat germ agglutinin (WGA, Invitro-
gen). After covering of the slides with Vectashield mounting medium containing DAPI
(Vector Laboratories), sections were scanned with a Nanozoomer 2.0 RS. For assessment of
disappearance of cilia, the number of primary cilia in cortex renal tubules was manually
counted using the NDP. view software and expressed as the number of tubular primary cilia
per mm2 of renal area.
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Urine Analysis
Mice were placed in metabolic cages and urine was collected on a 24-h period. Urinary albumin
concentration was determined with a mouse antigen specific ELISA (Mouse Albumin Quanti-
tation Albuwell Kit, Exocell). Urinary creatinine concentration was determined using enzy-
matic colorimetric assay (Quantichrom Creatinine Assay Kit, BioAssay Systems).
Statistical Analysis
Statistical analyses were performed using GraphPad Prism 5.0 for Windows (GraphPad Soft-
ware Inc) and a Mann-Whitney’s test was performed to compare two groups (FSS 0.5 Pa versus
FSS 0 [4–7 experiments] or UNx versus sham [6 mice per group]). All data are expressed as
mean ± SEM. p<0.05 was considered as statistically significant.
Results
In Vitro Effect of Chronic High FSS on Intercellular Junctions of Renal
Tubular Cells
First, we examined the effect of FSS on tight and adherens junctions in tubular cells. For this,
HK-2 tubular proximal cells were exposed to chronic and high FSS (0.5 Pa for 48h, see materials
and methods) and were compared to cells maintained under static conditions. The organization
of the tight junctions was evaluated by immunocytochemical analysis of the cellular distribution
of two major proteins, Claudin-2 and ZO-1 (Zonula occludens-1). In static conditions (FSS 0),
Claudin-2 was detected in both plasma membrane and cytoplasm (as dot-like structures) while
ZO-1 was only localized at the plasma membrane majorly as a continuous belt (Fig 1A). FSS
caused the disappearance of Claudin-2 and changes the staining of ZO-1, which remained at
the plasma membrane but becomes punctuated and discontinuous (Fig 1A). These modifica-
tions were concomitant with downregulation of protein expression, as revealed byWestern blot
analysis (S1 Fig). These results indicate that FSS induces disruption of tight junctions in tubular
cells. The integrity of Par complex, that plays a critical role in tight junction formation and epi-
thelial polarization [36, 37], was also investigated by measuring expression of Pard6 (Partition-
ing defective-6), Pard3 (Partitioning defective-3), aPKC (atypical protein kinase C) and Cdc42
(cell division cycle 42). When HK-2 cells were subjected to FSS, no change in mRNA levels of
Pard3, aPKC and Cdc42 was detected (Fig 1B). However Pard6 mRNA expression was strongly
reduced (Fig 1B), suggesting that FSS induces disruption of the Par complex thereby strength-
ening the demonstration that FSS leads to tight junction alteration.
The effect of FSS on adherens complexes was studied by analyzing by immunocytochemis-
try the localization of β-Catenin and by quantifying the expression of E-Cadherin as well as
two of its repressor transcription factors, Snail1 and Snail2. In response to FSS, although stain-
ing is still seen predominantly in the periphery of the cell, β-catenin distribution was disrupted,
with a more jagged and discontinuous pattern (Fig 2A). This effect was not accompanied with
significant change in β-Catenin protein expression (S1 Fig). In parallel, mRNA and protein
E-Cadherin expression was significantly reduced (Fig 2B) whereas the level of mRNA encoding
Snail1 and Snail2 was significantly increased (Fig 2C). These results indicate that FSS disturbs
adherens junctions of tubular cells.
To test the influence of FSS intensity, HK-2 cells were subjected to FSS 0 (static control), 0.01,
0.1 or 0.5 Pa for 48h and a number of epithelial cell specific markers were investigated as
described previously (S2 Fig). In response to FSS 0.01 Pa, staining of Claudin-2, ZO-1 and β-
Catenin was not modified. Claudin-2 expression strongly decreased with increasing FSS and
staining of ZO-1 was found with a punctuated pattern in the plasma membrane under FSS 0.1
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Fig 1. FSS induces disruption of tight junctions in renal tubular cells. Confluent monolayers of HK-2 cells were submitted to FSS 0 (static) or FSS 0.5 Pa
(FSS 0.5) for 48h.A/ The localization of Claudin-2 or ZO-1 was analyzed by immunofluorescence. Cells were counterstained with DAPI. Pictures display
representative areas of staining from three independent experiments. Red, Claudin-2; green, ZO-1; blue, DAPI-nuclei. Bars indicate 20 μm. B/ The level of
mRNA encoding for Pard3, Pard6, aPKC and Cdc42 was quantified by real-time PCR and results are expressed as the fold induction compared to static
condition. Data represent mean ± SEM of 4–6 experiments. *p<0.01 versus FSS 0.
doi:10.1371/journal.pone.0131416.g001
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Fig 2. Alteration of adherens junctions in response to FSS. Confluent monolayers of HK-2 cells were
submitted to FSS 0 (static) or FSS 0.5 Pa (FSS 0.5) for 48h. A/ Immunofluorescence detection of β-Catenin.
Cells were counterstained with DAPI. Pictures display representative areas of staining from three
independent experiments. Green, β-Catenin; blue, DAPI-nuclei. Bar indicates 20 μm. B/ Real-time PCR and
Western blot analysis of E-Cadherin mRNA and protein, respectively. C/ Real-time PCR was used for
evaluation of mRNA levels encoding Snail1 or Snail2. In B and C, results are expressed as the fold induction
compared to static condition and data represent mean ± SEM of 4–7 experiments. *p<0.05, **p<0.01 versus
FSS 0.
doi:10.1371/journal.pone.0131416.g002
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Pa and exacerbated at a FSS of 0.5 Pa. Finally, FSS 0.5 Pa induced disorganization of β-Catenin.
The response of tubular cells to FSS appears thus to be dependent on the intensity of FSS applied.
In Vitro Effect of FSS on Primary Cilia and Actin Cytoskeleton
Next, we examined whether FSS (0.5 Pa, 48h) induces loss of the primary cilium in tubular cells.
Cilia were visualized by immunostaining with anti α-acetylated Tubulin antibody. As shown in
Fig 3A, cilia were observed in HK-2 cells in static conditions and FSS induced disappearance of
cilia, accompanied by relocation of α-acetylated Tubulin into the cytoplasm. Since intercellular
junctions and the cilium basis interact with actin cytoskeleton, we also studied the effect of FSS
on the organization of the actin cytoskeleton in HK-2 cells. For this, we used Phalloidin staining,
which detects filamentous (F) actin, and Apotome-imaging microscopy, to sequentially analyze
basal and apical sides. In static conditions, actin was found as numerous long and thick cytosolic
stress fibers spanning the entire cross sectional area of the cells at the basal side while actin
microfilaments are organized as a thin circumferential network at cell-cell contacts at the subapi-
cal side (Fig 3B). Under FSS 0.5 Pa (48h), no marked change in actin microfilament organization
was observed (Fig 3B), suggesting that FSS-treated cells did not display marked F-actin rear-
rangement. These results indicate that the perturbation of intercellular junctions and the decilia-
tion of tubular cells generated by FSS are independent from F-actin rearrangement.
In Vitro Effect of FSS on Cell Death and EMT
Tubular apoptosis and necrosis are exacerbated in CKD, thereby contributing to tubular atro-
phy [38]. In addition, our laboratory has previously shown that exposure of HK-2 cells to FSS
causes hyper-secretion of TNF-α [15], known to induce apoptosis in these cells [39]. To test
whether FSS-induced dedifferentiation was associated to tubular cell death, HK-2 cells exposed
or not to FSS 0.5 Pa for 48h were double-labeled with annexin V and propidium iodide. Analy-
sis was performed by flow cytometry to separate live cells (non-labeled), cells in early phase of
apoptosis (annexin V-positive, negative for propidium iodide) and necrotic cells (post-apopto-
tic or not, double positive). As shown in Fig 4, no change in the proportions of the different cell
populations was observed between FSS 0 and FSS 0.5 Pa, thereby indicating that chronic FSS
does not cause apoptosis or necrosis of the tubular cells.
Even if the real contribution of EMT (epithelial mesenchymal transition) in renal fibrogen-
esis remains controversial, many studies showed that injured tubular cells lose epithelial fea-
tures and acquire mesenchymal characteristics in CKD [38, 40]. To verify whether the above
observed FSS-induced changes on epithelial cells were accompanied by an EMT, the expression
of Vimentin, αSMA, Fibronectin, Collagen I and N-Cadherin as mesenchymal markers was
measured in FSS subjected HK-2 cells. As shown in Fig 5A, FSS did not significantly change
the level of mRNA encoding Vimentin, Fibronectin, Collagen I and N-Cadherin. Results were
confirmed at protein level, as demonstrated for Vimentin and Fibronectin (Fig 5B). In addi-
tion, FSS induced a downregulation of αSMAmRNA (Fig 5A) but this was not confirmed at
the protein level (Fig 5B). These results indicated that FSS does not lead to EMT.
In Vivo Effect of Increased Urinary FSS
Finally, we evaluated in vivo the effect of increased urinary FSS. We used an animal model where
increased FSS was induced in proximal tubule by increased urinary flow following hyperfiltra-
tion. For this, C57BL/6 mice were uninephrectomized (UNx) by removing the right kidney. The
left kidney was harvested 8 months later to analyse tubular epithelial markers. As expected [22–
24], total GFR was maintained within the normal range in UNx subjected animals through adap-
tive increased single kidney (sk) GFR (Fig 6A), thereby leading to increased urinary FSS in
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remnant nephrons. In addition, elevated skGFR was accompanied by a significant glomerular
hypertrophy, as indicated by increase of the renal corpuscule area (Fig 6B), thereby confirming
the compensatory hyperfiltration. Urine albumin excretion was not significantly modified (Fig
6A) and tubular dilatation was not detected (Fig 6B). However the mRNA level of epithelial
makers ZO-1, E-Cadherin and β-Catenin was significantly decreased in UNx animals compared
to sham (Fig 7A). In addition, a decreased number of primary cilia in tubular cells was detected
Fig 3. FSS-exposed cells exhibit loss of the primary ciliumwithout marked change in actin cytoskeleton organization. Confluent monolayers of HK-2
cells were submitted to FSS 0 (static) or FSS 0.5 Pa (FSS 0.5) for 48h.A/ α-acetylated Tubulin was analyzed by immunofluorescence to visualize the primary
cilium. White arrows show primary cilia.B/ Phalloidin was used to stain the actin cytoskeleton (basal [left] and subapical [right]). Cells were counterstained
with DAPI. Pictures display representative areas of staining from 5 independent experiments. Green, α-acetylated Tubulin; red, Phalloidin; blue, DAPI-nuclei.
Bars indicate 20 μm.
doi:10.1371/journal.pone.0131416.g003
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(Fig 7B). Taking into account the observations in vitro, these data suggest that increased FSS in
vivo is associated, as well, with a reduction of expression of epithelial markers.
Discussion
Pathologic FSS Leads to Structural Changes in Renal Tubular Cells
The present study demonstrates that in vitro exposure of proximal tubular cells to high and
chronic FSS (0.5 Pa, 48h) leads to significant structural cell changes. Firstly, Claudin-2, ZO-1
and Pard6, which account for tight junction organization, were lost. Secondly, β-Catenin locali-
sation and E-Cadherin abundance, as markers of adherens junctions, were disrupted and
decreased, respectively. The latter was due to a strong FSS induced-stimulation of Snail1 and
Snail2, two transcription factors well known to repress E-Cadherin expression. Thirdly, the pri-
mary cilium disappeared under FSS. Since tight junctions, adherens junctions and cilium are
hallmarks of epithelial cells, our data indicate that tubular cells lose characteristics of differenti-
ated epithelial cells in response to pathologic FSS. The deciliation is likely the consequence
rather than the cause of tubular dedifferentiation, since removal of primary cilium by treatment
with hydrate chloral failed to mimic the FSS effects in static-renal cells (data not shown).
Fig 4. Effect of FSS on apoptosis and necrosis in tubular cells.Confluent monolayers of HK-2 cells were
submitted to FSS 0 (static) or FSS 0.5 Pa (FSS 0.5) for 48h. A/ Cells were stained with Annexin-V and then
immediately subjected to analysis of phosphatidylserine externalization (Annexin-V fluorescence, X-axis)
and Propidium Iodure (PI) uptake (PI fluorescence, Y-axis) using flow cytometry. Living, early apoptotic or
necrotic (primary or secondary) cells were distinguished by the criteria of Annexin-V−/PI−(bottom left
quadrant), Annexin-V+/PI− (bottom right quadrant) and Annexin-V+/PI+ (upper right quadrant), respectively.
B/ Proportions of early apoptosis and necrosis cells were quantified and results are expressed as a
percentage of the total population of cells. Data represent mean ± SEM of 7 experiments.
doi:10.1371/journal.pone.0131416.g004
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Although FSS is known to influence renal function [1–5], its precise impact on epithelial
organization of renal cells remains poorly understood. Some reports propose that FSS favors
the differentiation of tubular cells by promoting actin cytoskeleton rearrangement and forma-
tion of intercellular junctions [2, 7, 33, 41–45]. Another study suggests that FSS causes disrup-
tion of tight junctions in tubular cells [46]. Our results are in agreement with this last study.
Fig 5. FSS does not induce amesenchymal phenotype in tubular cells. Confluent monolayers of HK-2 cells were submitted to FSS 0 (static) or FSS 0.5
Pa (FSS 0.5) for 48h.A/ Transcript level of mesenchymal markers such as Vimentin and αSMA (cytoskeleton), Fibronectin and Collagen I (ECM),
N-Cadherin (intercellular junction) was quantified by real-time PCR. Results are expressed as the fold induction compared to static condition. B/ Protein level
of Vimentin, αSMA and Fibronectin was measured byWestern blot. Results are expressed as the fold induction compared to static condition and data
represent mean ± SEM of 4 experiments. *p<0.05, **p<0.01 versus FSS 0.
doi:10.1371/journal.pone.0131416.g005
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Several reasons might account for the discrepancies between reports. i) The impact of FSS on
tubular cells might be different according to its intensity, as demonstrated in S1 Fig In our
study, the intensity of FSS was higher (0.5 Pa) compared to those applied in the other reports
(0.002–0.1 Pa) [2, 7, 33, 41, 43–45], all lower or equal to physiological FSS (Table 1). Although
under the physiological cutoff of FSS, Friedrich et al study [46] have shown that FSS-induced
loss of epithelial phenotype is dependent on FSS level. In addition, other effects have been
reported to be dependent on the intensity of FSS, such as e.g. the inhibition of the fibrinolytic
system in LLC-PK1 cells [7] or the reduction in motility of HK-2 cells [47]. ii) The effect of FSS
might also depend on its duration. We used chronic FSS exposure (48h) whereas shorter expo-
sure were used in the other reports (2h–24h) [2, 7, 33, 41, 43–45] (Table 1). Moreover, it has
been already demonstrated that tubular cells can respond to a same stimulus in a biphasic man-
ner, with a long term effect which is the opposite of that in short term [48, 49]. Interestingly a
strong temporal and oscillatory regulation of key Erk pathway molecules, Snail1 and Ocludin
(a marker of tight junctions) has been identified in HK-2 cell exposed to FSS [47]. iii) The
impact of FSS on tubular cells might also be different according to the species (human in our
study vsmouse [7, 33, 43], rat [2, 44], dog [41] or pig [7]) and/or the type of renal cells (proxi-
mal tubule in our study vs collecting duct [2, 41, 44] or heterogeneous tubular cells [50])
Fig 6. Uninephrectomy as an animal model of increased urinary FSS. Sham- and UNx-mice were analyzed 8 months after surgery.A/ Renal function
was evaluated by measuring glomerular filtration rate (GFR), single kidney GFR (skGFR) and urinary albumin/creatinine ratio (UACR).B/ Renal corpuscule
surface was measured on PAS-stained kidney slices. Pictures display representative areas of staining and bars indicate 200 μm. Data represent
mean ± SEM from 6 animals per group. *p<0.05, ***p<0.01 versus sham.
doi:10.1371/journal.pone.0131416.g006
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(Table 1) since it is known that cells respond to FSS in a cell type-specific fashion [7, 33, 51]. iv)
The type of culture cell substrate (material and ECM coating) (Table 1) appeared to be critical
for the response to FSS [42, 45]. v) Finally, the probably most important difference between
reports concerned the state of differentiation of renal cells before exposure to FSS. Cells that
sense and respond to extracellular fluid flow have special sensory organelles such as primary
cilium, glycocalyx layer, brush border microvilli [51] which are uniquely present in
Fig 7. Effect of uninephrectomy-mediated FSS on epithelial gene expression and the density of primary cilia. Sham- and UNx-mice were analyzed 8
months after surgery.A/ The expression of ZO-1, E-cadherin and β-Catenin mRNA was quantified by real-time PCR from total RNA extracted from kidney
cortex. Results are expressed as the fold induction compared to sham.B/ Immunofluorescence detection of α-acetylated Tubulin for quantification of the
primary cilium. Kidney sections were counterstained with WGA and DAPI. Pictures in the left panel display representative areas of staining. Red, α-
acetylated Tubulin; green, WGA-cell membranes; blue, DAPI-nuclei. Bar indicates 20 μm and white arrows show primary cilia. Graph in the right panel
displays quantification of primary cilia by cortex tubular section. Data represent mean ± SEM from 6 animals per group. *p<0.05 versus sham.
doi:10.1371/journal.pone.0131416.g007
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differentiated cells. Studies in [33, 41, 43–45, 50] were conducted on cells exhibiting no tight or
adherens junctions nor primary cilium under static conditions, showing their low level of dif-
ferentiation. In contrast, we and works in [46, 52] used more differentiated renal cells with
already formed intercellular junctions in static conditions and it is known that the sensitivity of
many cells to insults strongly depends on their differentiation state [53–55].
Pathologic FSS Does Not Lead to Tubular Cell Death or EMT
Our data show that although FSS leads to structural changes of tubular cells, it is neither associ-
ated to cell death nor to EMT. Another mechanism that might lead to loss of functional epithe-
lial cells is cell senescence. Cell senescence is a general stress-response program, characterized
by an irreversible growth arrest and set of functional and morphological changes, especially
including disrupted cell-cell junctions [56, 57]. Acceleration of senescence represents a relevant
mechanism by which tubular cells are injured in diabetic nephropathy [58, 59] and FSS was
proposed to contribute to senescence of chondrocytes and endothelial cells [60, 61]. Further
investigations could therefore be conducted to test whether renal tubular cells adopt a senes-
cence-like phenotype in response to FSS.
Downstream Signals of FSS in Tubular Cells
We have previously observed that FSS exposure alters the secretion of a number of chemo-
kines/cytokines in proximal tubular cells [14] that could account for the observed tubular
changes. For example, FSS stimulated HK-2 cells release epidermal growth factor, a molecule
that is known to induce disruption of tight and adherens junctions in renal tubular cells [62–
64]. Nevertheless, several other scenarios downstream of FSS can be proposed. Wnt signaling,
strongly associated with cell dedifferentiation, is activated by FSS in osteoblasts [65]. After
stimulation, this pathway leads to nuclear translocation of β-Catenin, which in turn acts as a
transcription factor. Our result show that FSS led to disorganization of β-Catenin staining at
the periphery of the cells. However, there is no evidence to support migration of this protein
into the nucleus, indicating that the Wnt pathway is probably not activated by FSS in renal
tubular cells. Further experiments should be performed to definitively exclude a role of this sig-
naling pathway. The hedgehog pathway is also associated with cell dedifferentiation because its
inhibition in stomach epithelial cells causes disruption of intercellular junctions [66]. However,
we found that blocking the hedgehog pathway in static HK-2 cells with cyclopamine did not
mimic the FSS effects (data not shown), suggesting that hedgehog pathway is not responsible
for the dedifferentiation under FSS.
In Vivo Relevance of FSS Effects
Many pathological states directly affect intercellular junctional complexes [18, 19, 67–69]. In
addition, significant shortening of cilia on proximal tubule cells, associated with cell dedifferen-
tiation, was also observed in renal injury induced by ischemia-reperfusion [70] and in proximal
tubular cells treated in vitro with transforming growth factor-beta (a key player in tubular
aggression during CKD) [71]. Thus our in vitro results suggest that chronic non physiological
FSS can be considered as an insult for proximal tubular cells, leading to significant structural
changes of these cells. We obtained evidence for the role of FSS in the structural epithelial
changes in vivo. The loss of nephron mass with resultant increased single nephron GFR has
been recognized as a principal mediator that contributes to CKD progression [23, 24]. In our
study, an UNx for 8 months induced hyperfiltration in the remnant kidney, thereby leading to
increased rate of urine flow in the lumen of proximal tubule. FSS depends on the fluid flow rate
and viscosity as well as on the diameter of the tube. Since there was no notable change in
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tubular diameter, the increased skGFR most likely induced increased urinary FSS in the proxi-
mal tubule in this model. A decrease in epithelial gene expression such as ZO-1 and E-cadherin
was observed concomitantly with elevated skGFR. As this was observed in absence of other
mediators of tubular aggression (such as albuminuria, dilatation-induced stretch or hypergly-
cemia (data not shown)), our result strongly supports an in vivo role of pathologic FSS in tubu-
lar lesions after reduction in nephron number. Glomerular hyperfiltration has been
incriminated as a common pathogenic mechanism leading to CKD progression in other condi-
tions including diabetes mellitus, hypertension, obesity, polycystic kidney disease, sickle cell
anemia, or the nephrotic syndrome [72, 73]. It is therefore tempting to propose that tubular
lesions induced by hyperfiltration in these situations may be caused, at least in part, by
increased urinary FSS and its ability to trigger structural changes of renal tubular cells.
In conclusion, the present study demonstrates that proximal tubular cells lose an important
number of their epithelial characteristics, such as tight junctions, adherens junctions and pri-
mary cilium, after long term exposure to FSS both in vitro and in vivo. Thus, the changes in
FSS induced by variations of urinary fluid flow and urine composition should be considered as
potential insults for tubular cells leading to disorganization of the tubular epithelium. Since
modified urinary FSS occurs in early phases of most nephropathies, increased FSS can thus
contribute to the (primary) induction of the tubular lesions. Further studies on the mechanisms
associated to FSS-induced alterations would be of great interest to propose new targets to slow-
down progression of CKD.
Supporting Information
S1 Fig. Effect of FSS on epithelial junction proteins. Confluent monolayers of HK-2 cells
were submitted to FSS 0 (static) or FSS 0.5 Pa (FSS 0.5) for 48h. The expression of Claudin-2,
ZO-1 and β-Catenin protein was quantified by Western blot. Results are expressed as the fold
induction compared to static condition and data represent mean ± SEM of 3–5 experiments.
p<0.05, p<0.01 versus FSS 0.
(TIF)
S2 Fig. Effect of FSS intensity. Confluent monolayers of HK-2 cells were maintained to FSS 0
(static) or subjected to FSS 0.01 Pa (FSS 0.01), 0.1 Pa (FSS 0.1) or 0.5 Pa (FSS 0.5) for 48h. The
localization of Claudin-2, ZO-1 or β-Catenin was analyzed by immunofluorescence. Pictures
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